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La presente tesis doctoral es resultado de la colaboración continuada del doctorando con 
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La temática de la tesis doctoral aborda un área de gran interés, en relación con la 
Neurología especialidad médica que ejerce el doctorando, que trata de estimular la 
miogénesis para favorecer el crecimiento muscular en situaciones como atrofia o 
estimular la regeneración en músculos con déficit o pérdida de la misma. Evidentemente 
esto ofrece un gran interés para el campo de la neurología, rehabilitación, reumatología, 
así como en medicina y traumatología deportiva, en las que tiene un gran interés clínico 
desarrollar estrategias dirigidas a la recuperación de músculos lesionados o patológicos. 
 
En nuestra opinión los resultados son potencialmente de interés clínico desde un punto 
de vista traslacional, ya que además de estimular el crecimiento y la miogénesis en 
músculo normal y atrófico, es relevante el hecho de que la administración sistémica lo 
posibilite en múltiples grupos musculares. Por otro lado, también es destacable el hecho 
de que las respuestas de hipertrofia y atrofia muscular estén condicionadas por el tipo de 
músculo del que se obtiene los extractos musculares ya que esto plantearía diferencias 
en el abordaje terapéutico de las diferentes condiciones patológicas de la musculatura 
esquelética (artículos 1 y 2).  En este sentido, el establecimiento de claras diferencias 
entre músculos de distinta tipología en su respuesta a los extractos musculares 
ensayados nos planteó el empleo de ambos músculos en modelos experimentales de 
enfermedades neurodegenerativas (artículos 3 y 4).  
 
  
En resumen, de la tesis doctoral se han derivado las siguientes aportaciones:  
Artículos 
 
1. E. Agüera, S. Castilla, E. Luque, I. Jimena, I. Ruz-Caracuel, F. Leiva-Cepa, J. 
Peña. Muscular atrophy and hypertrophy in normal rats induced by 
administration of various muscle extracts Histology & Histopathology, 31: 
1367-1379. 2016  
 
2. E. Agüera, S. Castilla, E. Luque, I. Jimena, F. Leiva-Cepas, I. Ruz-Caracuel, J. 
Peña. Denervated muscle extract promotes recovery of muscle atrophy through 
activation of satellite cells. An experimental study Journal Sport and Health 
Sciences, aceptado 28/3/2017  
 
Un último artículo derivado de la línea de investigación abordada en la tesis doctoral 
será enviado en breve para su publicación: 
Giovanetti-González R, Agüera E., Ruz-Caracuel I, Jimena I, Luque E. Martínez A, 
Peña J. Muscle extracts lead to increased pericytes in normal soleus muscle of C57B/L6 
transgenic mice  (en redacción) 2017.  
 
Otros artículos relacionados con la temática y metodología de la tesis y desarrollados 
durante esta etapa: 
 
3. E. Luque, I. Ruz-Caracuel, F.J. Medina, F. Leiva-Cepas, E. Agüera, F. Sánchez-
López, R. Lillo, M. Aguilar-Luque, I. Jimena, I. Túnez, J. Peña. Skeletal muscle 
findings in experimental autoinmune encephalomyelitis. Pathology Research 
and Practice, 211: 493-504. 2015 
 
4. E. Agüera, E. Luque, R. López-Martos, I. Jimena, I. Túnez, J. Peña. Myotoxic 
effects of 3-nitropropionic acid on rat. En revisión por la revista Experimental 
Pathology and Toxicology. 2017 
 
Comunicaciones a Congresos 
J. Peña, E. Luque, J.M. Recio, I. Jimena, E. Agüera, R. Vaamonde. Hipertrofia de fibras 
musculares en ausencia de proliferación de células satélites. 
XI Congreso Nacional de Histología 























Al Prof. Dr. D. José Peña Amaro, Catedrático de Histología de la Facultad de Medicina 
y Enfermería de Córdoba, con toda mi admiración tanto personal como profesional. Este 
trabajo se culmina gracias a su esfuerzo, paciencia y gran disciplina investigadora, lo 
que acojo como enseñanzas que poder transmitir en resto de mi vida. Agradecer también 
a su mujer e hijas, por todo el tiempo que les privé de su compañia durante la 
realización de este trabajo. 
Al Prof. Dr. D. Evelio Luque Carabot, su trabajo minucioso, y su rigor analítico han 
sido imprescindibles para llevar a cabo esta obra. 
Al Prof. Dr. D. Ignacio María Jimena Medina, cuya actividad docente se inició 
simultáneamente a este trabajo y ha discurrido en paralelo al mismo, por sus 
aportaciones críticas y constructivas. 
A D. Fernando Leiva Cepas, gracias a su dedicación y colaboración, ha sido posible que 
este y otros muchos trabajos, hayan logrado su objetivo. 
A D. Ignacio Ruz Caracuel, colaborador desinteresado en este y otros proyectos, cuyas 
aportaciones han sido siempre inestimables. 
Al Dr. Salvador Castilla Camacho, compañero desde la fase experimental, cuya amistad 
surgió con este trabajo y perdura en el día a día. 
A Antonio J. Agüera, su minuciosidad y destreza han permitido que esta obra culmine 
con éxito. 
Al Dr. D Fernando Sánchez López, profesor, guía, compañero y sobre todo amigo, que 
tanto veló por mi desarrollo personal y laboral, y cuyo interés por esta obra, ha sido la 
fuerza que la ha llevado a su fin. Hay una parte de él en cada página de esta obra. 
Y por supuesto, a mis padres, por toda la entrega personal que han puesto en el 
desarrollo de mi vida, y a mis hermanas, dado que juntos, me aportaron la motivación 





 Introducción          1 





Antecedentes bibliográficos       13 
Histología de la célula miosatélite…………………………………………15 
La CMS y otros tipos celulares con potencialidad miogénica……………..29 
La célula miosatélite en el músculo patológico……………………………30 
La CMS como elemento terapéutico en patología neuromuscular………...39 
  
Material y métodos         43 
Animales y diseños experimentales………………………………………..45 
Extractos musculares………………………………………………………45 
Primer experimento: ensayo de extractos musculares de distintos músculos 
en ratas normales. …………………………………………………………46 
Segundo experimento: ensayo de extractos de músculo sóleo en ratas con  
atrofia muscular. …………………………………………………………..47 
Análisis en microscopía óptica…………………………………………….47 
 Técnicas histológicas, histoquímicas e inmunohistoquímicas 
 Estudio histomorfométrico 
Análisis en microscopía electrónica de transmisión……………………….51 
Cortes semifinos y ultrafinos 
            Estudio histomorfométrico 
Análisis estadístico………………………………………………………...53 
 
 Resultados          55 
Análisis de la respuesta de los músculos sóleo y EDL a los diferentes tipos de 
extractos……………………………………………………………………57 
Efectos de los extractos derivados de músculos sóleo..……………57 
 Cambios histomorfométricos 
 Efectos sobre la respuesta miogénica 
Efectos de los extractos derivados de músculos EDL……………..63 
 Cambios histomorfométricos 
 Efectos sobre la respuesta miogénica 
Análisis de la activación de las células satélites por extracto de músculo 
denervado en la atrofia muscular por denervación………………………...66 
 Evaluación de la respuesta miogénica en microscopía óptica 
 Evaluación de la respuesta miogénica en microscopía electrónica 
 
Discusión          75 
Hipertrofia y atrofia muscular en ratas normales provocada por la administración 
de diferentes extractos musculares………………………………………...77 
DmEx promueve la recuperación de la atrofia mediante la activación de las 
células satélites…………………………………………………………….83 
 
Futuras líneas de trabajo…………………………………………………...90 
 
Conclusiones          93 
 
Bibliografía          97 
 




Fundamento. Incrementar el potencial miogénico en situaciones lesivas que afectan al músculo 
esquelético es de gran importancia clínica. Un buen modelo para estudiar el comportamiento de las 
células implicadas en los fenómenos proplásicos del músculo consiste en modificar el microambiente 
tisular in vivo, mediante la administración de extractos tisulares. 
Objetivos. Los objetivos de este estudio se han dirigido, por un lado, a determinar el efecto de diferentes 
extractos musculares sobre dos tipos de músculo normales, rojo y blanco, y su población de células 
satélites; de otro, determinar si un extracto de músculo denervado (ExMd) podría estimular la respuesta 
de las células satélites en músculo denervado. 
Material y métodos.	 Utilizamos ratas Wistar que fueron divididas en un grupo control y cuatro 
experimentales. Cada grupo experimental fue tratado intraperitonealmente durante 10 días consecutivos 
con un extracto diferente. Estos extractos se obtuvieron a partir de músculo sóleo normal, músculo sóleo 
denervado, músculo extensor digitorum longus normal y músculo extensor digitorum longus denervado. 
Se obtuvieron los músculos sóleo y EDL para su estudio en microscopia óptica y microscopia electrónica 
de transmisión; asimismo se analizaron parámetros morfométricos y se evaluó la respuesta miogénica. 
Para determinar si ExMd estimula a las células satélites en músculo denervado, ratas normales y 
denervadas fueron tratadas con ExMd. Los músculos sóleo fueron examinados empleando técnicas 
inmunohistoquímicas para antígeno de proliferación nuclear (PCNA), desmina y antígeno de 
diferenciación miogénica MyoD y el análisis cuantitativo y morfométrico de las células satélites en 
microscopía electrónica. 
Resultados. Los resultados mostraron que el tratamiento con extractos de músculo sóleo normal y de 
músculo sóleo denervado provocaron hipertrofia y aumento de la actividad miogénica. Por el contrario, el 
tratamiento con extractos de músculos extensor digitorum longus normal y denervado tuvieron un efecto 
diferente dependiendo del músculo analizado. Así en el músculo sóleo se produjo hipertrofia de las fibras 
tipo I y aumento de la actividad miogénica, mientras que en el músculo extensor digitorum longus se 
observó atrofia de las fibras tipo II sin cambios en la actividad miogénica. Mientras la denervación 
provoca la activación de células satélites, DmEx también induce la diferenciación miogénica de células 
localizadas en el espacio intersticial y la formación de nuevas fibras musculares. Aunque DmEx tuvo un 
efecto similar sobre músculos inervados como denervados, se observaron diferencias cuantitativas que 
indican una mayor respuesta del músculo denervado a la acción de este tipo de extracto. 
Conclusiones. Esto sugiere que la respuesta muscular de atrofia e hipertrofia puede depender de factores 
diferentes para cada tipo de músculo lo cuales pueden estar en relación con la inervación.	 Además, 
nuestro estudio muestra que el tratamiento de ratas denervadas con DmEx potencia la respuesta 









Basis. Enhancement the myogenic potential in injurious situations affecting skeletal muscle is of great 
clinical interest.	A good model to study the cells behavior involved in proplastic muscle phenomena is to 
modify the tissue microenvironment in vivo, through the administration of tissue extracts. 
Objectives. The objectives of this study were, on the one hand, to determine the effect of different muscle 
extracts on two types of normal muscle, red and white, and its population of satellite cells; on the other 
hand, to determine whether a denervated muscle extract (DmEx) could stimulate satellite cell response in 
denervated muscle. 
Material and methods. Wistar rats were used and were divided into a control group and four 
experimental groups. Each experimental group was treated intraperitoneally during 10 consecutive days 
with a different extract. These extracts were obtained from normal soleus muscle, denervated soleus, 
normal extensor digitorum longus, and denervated extensor digitorum longus. Following treatment, the 
soleus and extensor digitorum longus muscles were obtained for study under optic and transmission 
electron microscope; morphometric parameters and myogenic responses were also analyzed. To 
determine whether DmEx stimulates the satellite cells in denervated muscle, normal rats and denervated 
rats treated with DmEx. The soleus muscles were examined using immunohistochemical techniques for 
proliferating cell nuclear antigen (PCNA), desmin and myogenic differentiation antigen (MyoD), and 
electron microscopy for analysis of the satellite cells. 
Results. The results demonstrated that the treatment with normal soleus muscle and denervated soleus 
muscle extracts provoked hypertrophy and increased myogenic activity. In contrast, treatment with 
extracts from the normal and denervated EDL had a different effect depending on the muscle analyzed. In 
the soleus muscle, it provoked hypertrophy of type I fibers and increased myogenic activity, while in the 
extensor digitorum longus atrophy of the type II fibers was observed without changes in myogenic 
activity. While denervation causes activation of satellite cells, DmEx also induces myogenic 
differentiation of cells localized in the interstitial space and the formation of new muscle fibers. Although 
DmEx had a similar effect, in nature, on innervated and denervated muscles, this response was of greater 
magnitude in denervated vs. intact muscles. 
Conclusions. This suggests that the muscular responses of atrophy and hypertrophy may depend on 
different factors related to the muscle type which could be related to innervation. Further our study shows 
that treatment of denervated rats with DmEx potentiates the myogenic response in atrophic denervated 
muscles
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Planteamiento general del tema 
 
La investigación en histología médica define sus objetivos en torno a los estados 
euplásicos, proplásicos y retroplásicos (Campos, 1985). Se trata de estados no lesionales 
existentes a nivel molecular, de orgánulos, células, tejidos y órganos, que permiten comprender 
el sustrato morfoestructural en el que asientan las lesiones, los mecanismos microscópicos que 
conducen tanto a la formación como a la defensa y reparación de las mismas y las posibilidades 
terapéuticas y efectos microscópicos de determinadas técnicas farmacológicas, físicas y 
quirúrgicas. En concreto, el estado proplásico es un estado de actividad general incrementada, 
constituido por los fenómenos de renovación, regeneración y reparación tendentes a la 
recuperación del estado de salud (Campos, 2004). 
 
En el ámbito de la miología y miopatología, la investigación sobre las respuestas 
proplásicas centran un mayor interés puesto que son la base o fundamento para el diseño de 
estrategias terapéuticas (Peña y Jimena, 2008) que van desde la estimulación de la capacidad 
regenerativa de los músculos lesionados (Kasemkijwattana et al, 2000; Li et al, 2001; Lynch, 
2001; Partridge, 2003a, 2003b ; Jimena et al, 2009; Turner y Badylak, 2012; McCullagh y 
Perlingeiro, 2015; Laumonier y Menetrey, 2016), terapias como la transferencia de mioblastos 
en enfermedades como las distrofias (Skuk, 2002;  Morgan y Partridge, 2003; Negroni, 2006; 
Grounds y Davies, 2007; Shi y Garry, 2008) o en el diseño de músculos bioartificiales por 
ingeniería tisular (Okano y Matsuda, 1998; Grounds, 2000; Wright et al, 2001; Machingal et al, 
2011; Corona et al, 2013; Xu et al, 2015; Passipieri y Christ, 2016).  
 
La base estructural de la capacidad proplásica del músculo esquelético adulto se 
encuentra en la existencia de una población de células madre miogénicas denominadas células 
miosatélites (CMSS) implicadas en los procesos de crecimiento postnatal, hipertrofia y 
regeneración (Bischoff, 1994; Adams, 1998; Anderson et al, 1998; Allen et al, 1999, Blaveri et 
al, 1999; Da Silva y Peña, 2004; White et al, 2010; Murphy et al, 2011; Wang y Rudnicki, 
2011; Yin et al, 2013; Blaauw y Reggiani, 2014; Chang y Rudnicki, 2014; Kim y Braun, 2014).  
Estas células, que reciben su nombre de la característica ubicación que tienen entre la membrana 
plasmática y la lámina basal de la fibra muscular, y que en el músculo esquelético adulto normal 
se encuentran en una situación de reposo, parecen no constituir una población homogénea ni 
entre músculos de distinta tipología histoquímica ni dentro de un mismo músculo, lo cual debe 
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ser tenido en consideración en el diseño de estrategias terapéuticas (McLennan, 1994; 
Bornemann et al, 1999; Biressi y Randon, 2010; Almeida et al, 2016). Las evidencias de esta 
heterogeneidad se refieren no solamente por un lado a la existencia de subpoblaciones con 
diferentes propiedades biológicas, bioquímicas, morfológicas y funcionales y de otro a las 
características histofisiológicas de los músculos en los que se encuentran, sino también a la 
propia población general de células satélites (Dumont et al, 2015; Randolph y Pavlath, 2015). 
 
Si consideramos la tipología histoquímica de los músculos esqueléticos, se confirman 
diferencias en la población de CMSS. En este caso, es conocido que estas células son más 
numerosas en músculos oxidativos, como el sóleo, frente a músculos con mayor porcentaje de 
fibras blancas como el músculo extensor digital largo (EDL) (Gibson y Schultz, 1982). Por 
tanto, se asume que, en general hay más células satélites por volumen (“densidad de células 
satélites”) y por núcleos de fibra (“frecuencia de células satélites”) en los músculos oxidativos 
(fibras tipo 1 y 2B) que en los músculos glicolíticos (fibras tipo 2B) (Heimann et al, 1996). Es 
posible que estas diferencias en el número se expliquen por el hecho de que las CMSS sean 
reclutadas para fusionarse con la miofibra a la que se asocian por el mayor recambio mionuclear 
inherente a los músculos lentos frente a los rápidos tras la lesión neuromuscular (Schmalbruch y 
Lewis, 2000)  
 
Estudios in vitro han puesto de manifiesto diferencias entre CMSS basándose en su 
grado proliferativo (Schultz y Lipton 1982; Molnar et al. 1996; Schultz 1996; Lagord et al. 
1998), en su capacidad para la fusión (Baroffio et al. 1996) y en su capacidad para migrar o 
responder a factores de crecimiento (Cossu y Molinaro 1987; McFarland et al. 1993, 1995; Watt 
et al. 1994). También la diferente potencialidad miogénica que presentan en cultivo las células 
satélites derivadas de músculo sóleo y músculo EDL confirman esta heterogeneidad (Lagord et 
al, 1998). Las investigaciones de Feldman y Stockdale (1991) muestran que células satélites 
obtenidas de músculo rojo (latísimo dorsal anterior) y músculo blanco (pectoral mayor) originan 
en cultivo fibras musculares del mismo tipo que sus músculos originarios.  
 
Los datos sobre diferencias morfológicas en la población de CMS son escasas, aunque 
se han demostrado diferencias cuantitativas en sus componentes citológicos comparando 
morfométricamente las CMSS de ambos músculos (Baranska et al, 1997) y su aspecto 
ultraestructural dentro de un mismo músculo durante el crecimiento de las fibras musculares 
regenerativas (Luque et al, 1996). Jouvion et al. (2006) han observado que se pueden 
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discriminar in vitro, con criterios ultraestructurales y morfométricos, dos subpoblaciones de 
mioblastos derivados de CMS dentro de un mismo músculo indicativo de su respectiva 
progresión hacia la diferenciación miogénica. Más recientemente mediante análisis clonal, que 
permiten analizar los procesos de división celular, se confirman las características celulares y 
moleculares de la heterogeneidad funcional entre las CMSS (Kitajima et al, 2016). 
 
Otra demostración de la existencia de la heterogeneidad de la población de CMSS se 
refiere a su diferente respuesta a estímulos ambientales. Se han identificado subpoblaciones de 
CMS sobre la base de su distinta sensibilidad a los factores de crecimiento implicados en la 
proliferación (Yablonka-Reuveni y Rivera 1994; McFarland et al. 1995) o a la irradiación 
(Heslop et al. 2000). Además, la capacidad proliferativa de las CMSS al factor de crecimiento 
hepatocitario (HGF) difiere en función del músculo (rojo o blanco) del que se han obtenido 
(Zeng et al. 2002). 
 
Independientemente de que las poblaciones de CMSS de los músculos rojos y blancos 
sean diferentes, se debe considerar también la posibilidad de que las diferencias en la respuesta 
a determinadas situaciones tanto patológicas como fisiológicas de músculos de diferente 
tipología histoquímica (y por tanto histofisiológica) pueda también estar ligada a las 
características específicas de cada músculo. Es bien conocida la distinta susceptibilidad de los 
músculos a diferentes tipos miopatías inducidas experimentalmente por el ejercicio exhaustivo 
(Salminen y Vihko, 1983; Peña et al, 1987), por administración de heroína pura (Peña et al, 
1990), tras la denervación (Bakou et al, 1996), a la inmovilización (Józsa et al, 1990). También 
en ratones mdx la enfermedad varía marcadamente entre los distintos músculos; mientras que el 
músculo diafragma se encuentra afectado por una masiva necrosis, los músculos de los 
miembros se afectan moderadamente (Stedman et al, 1991). Estas diferencias se atribuyen a las 
características específicas de cada tipo histoquímico de fibra (Wang y Kernell, 2001). Por lo que 
respecta a las respuestas proplásicas se ha comprobado que los músculos EDL y sóleo presentan 
diferencias en su respuesta regenerativa (Bassaglia y Gautron, 1995; Mendler et al, 1998; 
Zimowska et al, 2017), o que un músculo lento como el anterior latissimus dorsi de las aves 
muestre una mayor respuesta hiperplástica y de crecimiento que el músculo blanco posterior 
latissimus dorsi (Kennedy et al, 1988; 1989) 
 
Por otro lado, dos de los factores reguladores de la miogénesis, MyoD y miogenina, 
implicados en la respuesta proplásica de la CMS en el músculo esquelético adulto,  se expresan 
 6 
en proporciones específicas en los músculos rápidos y lentos en rata adulta: MyoD se expresa en 
mayor proporción en los músculos blancos y la miogenina en los músculos rojos (Hughes et al, 
1993;  Voytik et al, 1993; Hughes et al, 1993; Hughes et al,1997) y cada músculo responde 
diferentemente a la denervación  con respecto a los incrementos en la expresión de estos 
factores reguladores (Walters et al, 2000).   
 
Por tanto, si realmente existen poblaciones de CMSS con distinto potencial 
proliferativo-diferenciativo, diferencias en el contenido de organelas en las células satélites de 
músculo blancos y rojos, diferencias en la densidad poblacional y diferencias en el potencial 
miogénico in vitro, esto implicaría que los distintos músculos tendrían si no una respuesta 
diferente en los procesos en los que está implicada la CMS, sí justificaría variaciones 
cualitativas y cuantitativas en esa respuesta. Sin embargo, también debería ser considerada la 
posibilidad de que el comportamiento o respuesta de las células madre biogénicas estuviese 
condicionada por el entorno tisular específico en el que se asientan. 
 
Si bien las CMSS son mitóticamente quiescentes en músculo adulto, su activación, 
proliferación y diferenciación pueden ser iniciadas en respuesta a factores extrínsecos durante 
los procesos de crecimiento y regeneración (Adams, 1998; Allen et al, 1999). Estos factores 
extrínsecos constituyen un poderoso determinante del comportamiento celular al condicionar o 
modificar el “microambiente tisular” (factores solubles y matriz extracelular), lo que lleva a 
plantearse que el microambiente de los diferentes músculos podría influir en la cinética 
particular de los procesos que afectan al músculo, en concreto a la respuesta de la CMS, y por 
tanto a la capacidad proplásica del músculo esquelético (Jejurikar y Kuzon, 2003; Bani et al, 
2008).  
 
Se ha sugerido que cambios en el microambiente tisular pueden ser requeridos para la 
migración, proliferación y diferenciación de las células madre en los procesos regenerativos 
(Tottey et al, 2011). Recientes estudios ponen de manifiesto la importancia del microambiente 
tisular en los procesos proplásicos del músculo esquelético; así, se han demostrado la 
importancia del microambiente en la regulación de la diferenciación en tipos de fibras 
musculares cuando las células satélites se diferencian  hacia mioblastos durante la regeneración 
de la fibra muscular (Matsuoka e Inoue, 2008) o en su influencia en el patrón cinético de la 
inflamación y regeneración de las miofibras por la actividad de las metaloproteasas en 
diferentes etapas evolutivas de la miopatía en ratones distróficos mdx (Bani et al, 2008). 
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También los aspectos ligados al “microambiente” son claves para maximizar la incorporación 
de las células implantadas en terapia celular (White y Grounds, 2003). En esta misma línea es 
interesante señalar que, aunque el declive del potencial regenerativo de los tejidos es una 
característica del envejecimiento que parece estar ligado a cambios que afectan a la población 
de células madre, la influencia de factores sistémicos sobre ellas juegan un papel muy 
importante al modular su respuesta proliferativa (Conboy et al, 2005; Verdijk, 2014). 
 
Por tanto, modificar el microambiente tisular in vivo en un órgano normal o no, puede 
ser un buen modelo para estudiar el comportamiento de las células implicadas. Una manera de 
actuar sobre ese microambiente sería administrar factores de crecimiento que actuasen sobre el 
proceso regenerativo del músculo esquelético adulto (Li et al, 2000; Lynch, 2001; Vitello et al, 
2004; Lynch et al, 2007). Sin embargo, estos factores de crecimiento son meros mensajeros 
[tanto por su concentración, momento de liberación, punto del ciclo celular en que actúan y 
célula receptora (Creaney, 2011)] y no un programa regenerativo completo, por lo que su 
administración individualizada puede forzar respuestas que no ocurren de forma espontánea en 
un proceso proplásico. Aunque la información derivada del empleo de estos factores de 
crecimiento es fundamental para determinar el papel que desempeñan, pueden enmascarar la 
identificación y papel que juegan otros precursores de células musculares diferentes a la CMS.  
 
Por el contrario pensamos que el empleo de extractos musculares permitiría recrear con 
mayor fidelidad el microambiente tisular en una situación biológica determinada ya que no 
contendrían un único factor, sino que representarían un “completo complejo proteíco” 
(Echeverri y Tanaka, 2002); es decir, en principio, los diferentes factores de crecimiento 
implicados deberían encontrarse en los niveles adecuados que se establecen en la respuesta 
tisular a una determinada situación biológica o patológica (Peña, 1987). En este sentido, existe 
evidencia experimental in vitro e in vivo de los efectos de diferentes extractos musculares sobre 
las fibras musculares, células satélites y mioblastos. Extractos de músculo lesionado han sido 
capaces de estimular la regeneración postlesión in vivo o in vitro (Summers et al, 1985; 
Bischoff, 1986; Cheng y Quinn, 1992; Bischoff y Heintz, 1994; Haugk et al, 1995; Haugk et al, 
1996; Bischoff, 1997; Cheng et al, 2005) y extractos obtenidos a partir de músculo denervado 
han provocado una respuesta de hipertrofia en músculo esquelético normal de rata en la que se 
encuentra implicada la CMS (Jimena et al, 1993; Peña et al, 1995; Jimena et al, 1998) y 
promueven el crecimiento de las neuritas in vitro (Nishimune et al, 1998). Por otro lado, 
extractos no purificados de tejido muscular son capaces de mantener vivas a las motoneuronas 
tanto in vitro como in vivo (Bloch-Gallego et al, 1991; Houenou et al, 1991) y cuando es 
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obtenido de músculo denervado la actividad trófica sobre las motoneuronas se ve incrementada 
(Henderson et al, 1983; Comella et al, 1994).  
 
El efecto potenciador de extractos obtenidos a partir de músculo denervado podría tener 
como base el hecho de que uno de los factores que controlan la actividad de las CMS sea la 
inervación (Bischoff, 1990; Bischoff and Franzini-Armstrong, 2004; Bornemann et al, 1999), 
por lo que las modificaciones que ocurren microambiente tisular en esta situación del músculo 
esquelético podrían influir en el comportamiento de la población de CMSS. Tras la denervación 
del músculo esquelético adulto se inicia una reactivación de la miogénesis (Borisov et al, 2001) 
en la que ocurre un aumento en el contenido de RNAm y de proteína MyoD además del 
incremento el número de núcleos positivos para MyoD en el músculo esquelético (Legerlotz y 
Smith, 2008). Sin embargo, no se conoce si la denervación afecta a la actividad de las células 
satélites directamente o a través de factores liberados por las fibras musculares (Ehrhardt and 
Morgan, 2005) Schmalbruch y Lewis (2000) sugieren que, aunque la actividad mitótica de las 
células satélites puede estar gobernada por las propiedades y actividades eléctricas de la 
membrana  de la fibra muscular, algún factor difusible tiene que estar implicado, ya que de otro 
modo no justificaría el cambio paralelo (que es cuantitativamente similar) que sufren los 
núcleos en el tejido conectivo. Tales factores, liberados cuando el músculo es denervado, 
pueden jugar un papel en la activación de las células satélites en la respuesta regenerativa que se 
establece (Bakou et al, 1996; Yoshimura y Harii, 1999) o explicar que un déficit de los mismos 
conduciría a una escasa disponibilidad de células satélites (Schmalbruch, 1990; Jejurikar y 
Kuzon, 2003) o a su incapacidad para fusionarse con las fibras musculares contribuyendo así a 
una regeneración abortiva en la postdenervación (Viguie et al, 1997; Borisov et al, 2005). 
 
Considerando lo anteriormente expuesto, parece evidente que: 
 
1. El microambiente tisular que se establece inmediatamente tras la denervación es rico en 
señales que parecen activar a la población de CMSS, lo que hace que la utilización de 
un extracto de músculo denervado sea un modelo válido para analizar el 
comportamiento de este tipo celular. 
 
2. El microambiente tisular generado tras la denervación en músculos rojos y blancos 
puede ser diferente y, por tanto, sus efectos podrían no ser similares. 
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3. Dada la heterogeneidad en la distribución de tipos de fibras en los m-SOL y m-EDL, se 
ha sugerido la posibilidad de que existan diferencias entre las células satélites 
mostrando diferentes requerimientos o sensibilidades a los factores que influyen en su 
comportamiento (Schultz, 1989; Yun et al, 1997). De hecho, se ha sugerido que podrían 
existir diferencias inherentes en los tipos de músculos con respecto a su capacidad para 
formar nuevas fibras (White y Esser, 1989).  
 
Por tanto ¿es posible que estos extractos podrían ser diferentes en función del tipo de músculo y 




“Extractos obtenidos tras la denervación de dos tipos de músculos de tipología diferente (rojo y 
blanco) podrían no tener el mismo efecto sobre las fibras musculares esqueléticas y la población 
de CMSS”  
 
Objetivos 
Basándonos en las diferencias que han sido referidas entre las poblaciones de células satélites de 
los músculos sóleo y EDL, queremos comprobar si extractos musculares obtenidos de ambos 
músculos en situación de denervación pueden: 
 
1. Provocar una respuesta diferente en las fibras musculares y población de CMSS de un 
músculo rojo (SOL) y un músculo blanco (EDL) y si la respuesta está determinada por 
el tipo de músculo del cual se obtiene el extracto (sóleo o EDL). 
 
2. Basándonos en que la activación de las CMSson la base para la estimulación de las 
respuestas proplásicas en el músculo esquelético la potenciación, mediante la 
administración de extractos, podría activar a las CMSpara mejorar la recuperación de la 
atrofia muscular por denervación.  
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Interés biomédico de la investigación propuesta 
 
Nuestro estudio plantea la posibilidad de que los músculos rojos y blancos posean 
diferente potencial miogénico al modificar su “microambiente tisular” inducido por la 
administración de extractos obtenidos en una situación de denervación. Dado que existen muy 
pocos experimentos diseñados para inducir cambios en la población de CMSS in vivo sin 
lesionar físicamente al músculo (Barjot et al, 1998), pensamos que nuestro modelo experimental 
podría resultar muy útil para comprobar su comportamiento al modificar el microambiente 
tisular sin alterar la estructura histológica del músculo esquelético.  
 
Uno de los grandes retos clínicos en el campo de la Neurología es encontrar terapias 
eficaces frente a las diferentes enfermedades neuromusculares. En esta línea, la investigación en 
medicina regenerativa del músculo esquelético adquiere una fundamental importancia en el 
diseño de estrategias terapéuticas que detengan los procesos degenerativos, estimulen el 
crecimiento de los músculos atróficos y favorezcan la regeneración muscular.   
 
En el centro de interés de esta área de investigación se encuentra la CMS y en concreto 
las señales inductoras que modulan su comportamiento (Cossu y Mavilio, 2000; Skuk et al, 
2002; Partridge, 2003a, 2003b; White y Grounds, 2003; Sorrentino, 2004; Wozniak et al, 2005; 
Sherwood y Wagers, 2006; Price et al, 2007; Kuang y Rudnicki, 2008; Yablonka-Reuveni, 
2011; Fu et al, 2015; Xing et al, 2015). Es necesario dilucidar estas señales responsables de la 
activación de estas células, especialmente en situaciones donde pueden desarrollar su papel 
mediando en los efectos beneficiosos sobre la recuperación de músculos lesionados, en 
miopatías determinadas genéticamente en las que alteraciones de las funciones básicas de las 
CMSS  dificultan o impiden progresivamente el mantenimiento de la masa muscular y/o en la 
regeneración dando lugar a una atrofia progresiva de la musculatura esquelética (Brooks y 
Myburgh, 2014; Kinney et al, 2017). 
 
Sin embargo, el problema en algunas situaciones patológicas puede no ser ni una 
alteración estructural ni la menor dotación de CMSS, sino una disfunción biológica relacionada 
con su “entorno ambiental”. Este es el caso que parece ocurrir en la sarcopenia; para 
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Shavlakadze et al (2009) no está justificada la propuesta de tratarla con terapia celular, ya que 
los músculos de animales seniles tienen una dotación intrínseca de células miogénicas 
suficientes y capaces de una repuesta adecuada, aunque sí son críticos factores locales y 
ambientales en la sarcopenia. Otros estudios recientes también han mostrado que defectos en las 
funciones básicas de las CMSS en varias patologías podrían estar implicados en la 
fisiopatología de las mismas. Por ejemplo, CMSS derivadas de músculos de pacientes afectos de 
Distrofia Miotónica tipo 1 (Thornell et al, 2009) y en la Esclerosis Lateral Amiotrófica (Padrat 
et al, 2011) parecen incapaces de proliferar in vitro por lo que jugarían un papel en la 
fisiopatología de la progresiva atrofia y debilidad muscular observada en estos enfermos. 
Recientemente se ha demostrado que la población de CMSse encuentra reducida en las 
contracturas musculares de los pacientes con parálisis cerebral (Smith et al, 2013; Dayanidhi et 
al, 2015).  
 
Por todo ello es posible que algunas de la vías de señalización puedan estar relacionadas 
o ser responsables de una ineficaz respuesta proplásica del tejido muscular, por lo que la 
identificación de factores sistémicos y locales que regulan a la CMS podría, además de mejorar 
nuestra comprensión de su implicación en las respuestas de hipertrofia, hiperplasia y 
regeneración, entender  los mecanismos que intervienen en la pérdida de la capacidad 
regenerativa y de crecimiento de los músculos patológicos al mismo tiempo que ayudaría al 
desarrollo de terapias dirigidas al incrementar su potencial proplásico (Wagers y Conboy, 2005; 
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Histología de la célula miosatélite 
 
En el pasado año 2011 se han cumplido 50 años desde el descubrimiento de la CMS por 
parte de Alexander Mauro y Bernard Katz quienes realizaron, de manera independiente en 
músculos de rana y rata respectivamente, las primeras descripciones en microscopía electrónica 
(Yablonka-Reuveni, 2011). Desde ese momento hasta la actualidad la CMS ha sido y es foco de 
atención de muchos grupos de investigación, que han contribuido a su conocimiento, tanto es 
sus aspectos biológicos como patológicos y, más recientemente, por su potencial utilidad en el 
diseño de terapias para hacer frente a las enfermedades neuromusculares. 
 
En este apartado de la tesis doctoral presentamos una visión general sobre este tipo 
celular, pero remitimos a los interesados a consultar las excelentes revisiones que se incluyen en 
el capítulo de referencias bibliográficas. 
Concepto 
Las CMSS son células precursoras miogénicas residentes en el músculo esquelético 
adulto. Vienen definidas por la posición que ocupa con respecto a la fibra muscular: se localizan 
en depresiones de la superficie de ésta quedando dispuestas entre la membrana plasmática y la 
lámina basal. Cuando la CMS abandona este compartimento o pierde sus relaciones 
topográficas como consecuencia de la lesión de la fibra muscular, debe de denominarse 
mioblasto; es decir, una célula precursora local capaz de sufrir la diferenciación miogénica 
terminal y que engloba, además de los mioblastos adultos (o CMS) a los mioblastos fetales y 
embrionarios (Mourkioti y Rosenthal, 2005). 
Origen 
El origen embriológico de las CMSS sigue siendo materia de debate. Estas células son 
detectadas en posición sublaminar en el período final de la embriogénesis (Feldman y 
Stockdale, 1992). Aunque está generalmente aceptado que las CMSS son de origen somítico, 
recientes evidencias apuntan al hecho de que algunas pueden derivar de células endoteliales 
primordiales que entran en el músculo por vía de la circulación o como células perivasculares 
asociadas con los vasos en desarrollo antes de que queden comprometidas hacia la línea 
miogénica como consecuencia de la influencia microambiental (Bianco y Cossu, 1999; De 
Angelis et al, 1999) (Fig.1). En cualquier caso, el origen somítico o no somítico de las CMSS 
no es necesariamente mutuamente excluyente.  Incluso, es razonable pensar que ambos orígenes 
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puedan contribuir, tanto en situaciones fisiológicas como patológicas al establecimiento de la 
población celular (Hawke y Garry, 2001).  
 
 
Figura 1. Esquema que representa el posible origen de las CMSS (modificado de Chargé y Rudnicki, 
2004) 
Existen una serie de genes que se encargan de regular el mantenimiento de las células 
madre y su progresión y diferenciación hacia la línea miogénica; algunos de ellos se reexpresan 
durante el crecimiento postnatal y la regeneración del músculo esquelético adulto. Los genes 
Pax3 y Pax7 desempeñan un papel muy importante en el inicio y mantenimiento de la 
miogénesis embrionaria. Sin embargo, Pax3 no parece jugar un papel importante en los 
progenitores musculares, mientras que se ha comprobado que la deficiencia de Pax7 provoca la 
ausencia de CMSS en el músculo (Kuang et al, 2006). Por lo que respecta a los genes 
reguladores de la miogénesis, como Myf-5, Mrf4 y MyoD se encargan de la determinación 
miogénica de los progenitores embrionarios, mientras que miogenina pone en marcha la 
diferenciación muscular.  
Células somíticas mesodérmicas 
¿Células somíticas mesodérmicas? 
¿Células endoteliales? 
Células miosatélites 




MyoD / Myf 
5 
Miogenina / MRF4 
Mioblasto Mioblasto determinado Miotubo 
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Morfología 
Las descripciones de la célula satélite en el músculo esquelético humano normal son en 
general coincidentes con las de otros mamíferos. Se trata de una célula mononucleada con 
forma ahusada y, dado que generalmente está orientada en paralelo con la fibra muscular, en 
cortes longitudinales se muestra alargada mientras que en secciones transversales presenta un 
perfil redondeado. Las dimensiones de las CMSS en los músculos de mamíferos son 
aproximadamente de 25x4x5 µm (Campion, 1984). 
Sus rasgos citológicos se corresponden con los de una célula indiferenciada, de una 
célula en reposo o quiescencia. Posee una elevada relación núcleo/citoplasma derivada del poco 
citoplasma que posee. Su núcleo, de morfología oval, es muy heterocromático en comparación 
con los mionúcleos lo que sugiere que es transcripcionalmente menos activo siendo más 
pequeño que estos (Watkins y Cullen, 1988). El citoplasma es muy escaso y contiene muy pocas 
organelas, a excepción de un notable número de caveolas que son más numerosas en la cara de 
la célula satélite que se relaciona con la lámina basal de la fibra muscular (Laule y Bornemann, 
2001). Las mitocondrias de las células satélites son más pálidas y tienen menos crestas que las 
de la fibra muscular a las que se asocian (Reger y Craig, 1968; Roth et al, 2000). 
Ocasionalmente se han descrito granos de lipofucsina en el citoplasma de la célula satélite 
(Wokke et al, 1989) especialmente en sujetos de mayor edad (Roth et al, 2000); esto puede 
alterar el comportamiento de la célula satélite al retrasar su activación como ha sido observado 
en cultivos (Renault 2002). 
Lo reseñado en el párrafo anterior es válido para las CMSS de toda la musculatura 
esquelética a excepción de los músculos craneofaciales. En concreto, se ha demostrado que los 
músculos extraoculares y laríngeos retienen de manera permanente una población de CMS 
activadas necesaria para proveer la continua adición de mionúcleos para la remodelación 
continua en la vida diaria (McLoon et al, 2007) 
Localización, distribución y relaciones topográficas 
Como se ha referido con anterioridad la CMS ocupa una depresión en la superficie de la 
membrana plasmática o sarcolema y quedando envuelta por la lámina basal de la fibra muscular 
(fig. 2). Se encuentra separada de la fibra muscular a la que se asocia, por un espacio de 15-20 
µm de espesor y que no contiene elementos de lámina basal (Campion, 1984). Sin embargo, este 
espacio parece estar especializado ya que en él se ha comprobado la existencia de 
inmunoreactividad para M-caderina (Bornemann y Scmalbruch, 1994). 
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Hoy se considera que esta ubicación compartimentalizada sirve como un “nicho o 
ambiente instructivo”, en el cual la CMS se mantiene, en condiciones de normalidad o euplasia, 
en un estado de reposo o quiescencia o, bajo ciertos estímulos, pueden ser activadas para 
proliferar y diferenciarse para actuar como células madre miogénicas. Recientemente se ha 
introducido el concepto de “nicho” o “zona de célula madre” referido a la localización 
histológica en la cual una célula madre se mantiene en una situación de quiescencia, antes de 
dividirse y generar poblaciones celulares que proliferan y se diferencian hacia otros tipos 
celulares y las interacciones dinámicas y permanentes (es decir, el ambiente instructivo) entre la 
célula madre y su microambiente.  La comprensión de estos nichos es fundamental, además de 
para conocer la situación de quiescencia que mantiene en el músculo normal, en la 
identificación de los factores de crecimiento (y otros) que los regulan, constituyentes de la 
matriz y las condiciones fisiológicas en las que incrementarían la regeneración tisular (Mounier 
et al, 2011).  
 
 
Figura 2. Esquema general de una fibra muscular y sus relaciones con las células satélites, 
vascularización, inervación y tendón. (Tomado con autorización de Jimena y Peña, 2008). 
 
Distribución y relaciones topográficas  
1.- Complejo miofibra-célula satélite 
Es importante saber que existe una íntima relación entre células satélites y fibras 












esquelética posee una dotación propia de CMSS que se distribuye a lo largo de toda la longitud 
de la fibra (Cardasis y Cooper, 1975); esto es evidente por el hecho de que dicha dotación se 
encuentra englobada por la propia lámina basal de cada fibra muscular. Las CMSS se 
encuentran asociadas a las fibras musculares extrahusales y, también a las intrahusales (Soukop 
y Thornell, 1999). 
La relación de la CMS con la lámina basal y la membrana plasmática de la fibra 
muscular sugiere que ambas deben influir sobre su situación funcional; de hecho, es crucial para 
el mantenimiento de su quiescencia (Dhawan y Rando, 2005). En este sentido Bischoff (1990a) 
ha comprobado en cultivos que el plasmalema ejerce una “inhibición por contacto” sobre la 
CMS en fibras musculares viables, mientras que se activan en fibras donde la membrana estaba 
lesionada; sin embargo, parece que esta inhibición no es absoluta ya que puede superarse 
cuando se aumenta la concentración in vitro de extractos de músculo lesionado.  
También se ha sugerido que la fibra muscular a la que se asocia la CMS puede actuar 
como una fuente paracrina de factores o agentes reguladores sobre ella (Yablonka-Reuveni et al, 
1999). Sin embargo, las CMSS no parecen estar programadas para originar un determinado tipo 
de fibra (Pette et al, 2002) 
2.- Las CS son más numerosas a nivel de determinados territorios a lo largo de la fibra 
muscular: la placa motora y la unión miotendinosa. 
Si bien las células satélites se distribuyen a lo largo de la longitud de la fibra muscular, 
de manera aislada es decir sin contactar entre ellas, lo que sugiere que su función se desarrolla a 
lo largo de toda la fibra. Sin embargo, se encuentran en mayor número en la vecindad de la 
región de placa motora (Kelly, 1978; Wokke et al, 1989), posiblemente en relación con procesos 
de remodelación, reparación o regeneración de éste área o en el suministro de nuevos 
mionúcleos en la misma (Holterman y Rudnicki, 2005).  
Existen también evidencias de que son más numerosas, tanto en músculo fetal como en 
músculo de recién nacido, en los extremos de la fibra, lo que ha sido relacionado por la 
necesidad de crecimiento en longitud de la misma (Campion, 1984; Allouh et al, 2008).  No se 
puede excluir el hecho de que su mayor número a nivel de la unión miotendinosa pueda ser 
consecuencia de mayores requerimientos remodelativos y o reparativos ya que esta región es 
una de las áreas que sufre mayor número de lesiones (Knudsen et al, 2015) 
3.- Las CMSS se disponen próximas a capilares (fig. 3). Su íntima vecindad a capilares ha sido 
un hecho que ha llamado la atención por algún autor (Schmalbruch y Hellhammer, 1976; 1977) 
y, aunque no se ha ofrecido una explicación al respecto, parece claro que esta disposición no es 
al azar. Yablonka-Reuveni et al (1999) ha señalado que, en músculo esternocleidomastoideo de 
 20 
rata, el 63% de las CMS observadas estaban muy próximas a un capilar; dado que un capilar 
cubre mucho menos de la mitad de la circunferencia de la fibra muscular, esta disposición no 
puede ser casual. Recientes investigaciones sugieren una íntima relación entre células ligadas a 
la línea vascular con los mecanismos de renovación y origen de al menos parte de la población 
de células satélites (Holterman y Rudnicki, 2005; Christov et al, 2007).  
                       
                         
 
Figura 3. Micrografía electrónica en la que se observa una CMS quiescente, ubicada en su posición 
normal entre la membrana plasmática y la lámina basal. Obsérvese la proximidad del capilar localizado 
en el endomisio (Archivo fotográfico del Grupo de Investigación REGMUS. Área de Histología. Facultad 
de Medicina y Enfermería. UCO). 
El número de CMSS está positivamente relacionado con la capilarización de las 
miofibras (Christov et al, 2007; Mounier et al, 2011). Existe, por tanto, una estrecha relación 
entre la CMS, los capilares y las células asociadas a estos; dicho de otro modo, el nicho que 
ocupa una célula sirve como ambiente instructivo en el control de la situación de quiescencia 
/activación de la célula satélite y para diseñar estrategias para fomentar la regeneración tisular, 
así como el mantenimiento y la reparación de las fibras musculares (Bentzinger et al, 2013). Es 
interesante señalar que, aunque tras la lesión se pierde la relación entre los elementos de este 
nicho, al finalizar la regeneración se reestablecen estas relaciones (Ruz-Caracuel et al, 2013) 
Número  
El número de CMSS parece estar influenciado por la especie animal, edad y tipo de 
fibra. Aproximadamente representan el 2-7% de todos los núcleos de una fibra muscular, pero 
difiere según el tipo de músculo, o más específicamente en función del tipo de fibra a la que se 
asocia.  
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En el momento del nacimiento el 20-30% de los núcleos sublaminares en músculo 
esquelético de ratón corresponden a CMSS, declinando hasta el 5% conforme el animal crece 
hasta los dos meses de edad y continúa disminuyendo hasta el 2% en ratones seniles (Chargé y 
Rudnicki, 2004). En la rata sana o normal, las células satélites constituyen el 3% del total de 
núcleos de la fibra muscular en un músculo blanco mientras que en un músculo rojo este 
porcentaje es del 4-6%( Gibson y Schultz, 1982). Es decir, las CMSS son más numerosas en 
músculos oxidativos como el sóleo frente a músculos con mayor porcentaje de fibras blancas 
como el músculo extensor digital largo. Sin embargo, según los resultados obtenidos por 
LaFramboise et al (2003) las CMSS derivadas de músculo adulto forman in vitro una población 
celular homogénea independiente del tipo de fibra, localización anatómica del músculo y origen 
embrionario del mismo. No deja de ser interesante resaltar, en nuestra opinión, que en las 
condiciones in vitro, las células no están expuestas a las señales biológicas asociadas a las 
condiciones in vivo. 
Funciones 
La posición de la célula satélite es muy reveladora de su función. El hecho de que quede 
englobada por la lámina basal de la fibra muscular es sugerente de que su función está 
directamente relacionada con las necesidades funcionales de la propia fibra muscular. Dicho de 
otro modo, su característica posición refleja una inmediata sensibilidad y dependencia de la 
integridad mecánica y funcional de la fibra muscular (Yablonka-Reuveni, 2011).  
La CMS juega un papel fundamental en la homeostasis del crecimiento postnatal, la 
hipertrofia, reparación y regeneración del músculo esquelético (Luque et al, 2011). El hecho de 
que la CMS se encuentre confinada por la lámina basal en el territorio de la fibra muscular es 
señal de que su papel, al menos fundamentalmente, se relaciona íntimamente con las 
necesidades de la fibra muscular a la que se asocia. Es decir, reemplazando a segmentos 
degenerativos de la fibra muscular (regeneración), reparando pequeñas microlesiones que no 
conllevan la muerte de la fibra (reparación), fusionándose con la fibra muscular para 
incrementar la dotación de mionúcleos (hipertrofia), además de considerar la posibilidad de que 
la CMS abandone a la fibra muscular a la que se asocia para formar nuevas fibras (hiperplasia).  
 1) Renovación mionuclear 
Dado el carácter amitótico de los mionúcleos de la fibra muscular, la renovación de 
estos parece depender de la CMS. Se ha estimado que, en un músculo normal de rata, no más 
del 1-2% de los mionúcleos se renuevan cada semana (Schmalbruch y Lewis, 2000).  
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2) Autorenovación  
Es interesante destacar que, en el músculo esquelético adulto, el compartimento de 
CMSS se mantiene a pesar de los ciclos de degeneración-regeneración, lo que indica la 
existencia de mecanismos de autorenovación y quiescencia (Schultz y Jaryszak, 1985; 
Pawlikowski et al, 2015). 
3) Regeneración de la fibra muscular 
La regeneración muscular es un proceso complejo espacio-temporal de acontecimientos 
moleculares, celulares y tisulares coordinados por los efectos de factores crecimiento y 
componentes de la matriz extracelular, interacciones célula-célula y célula-matriz. En él se 
incluye la determinación de las CMS células madre hacia la línea miogénica, su proliferación, 
diferenciación, fusión en miotubos y crecimiento y maduración en fibras musculares. Se trata de 
un proceso similar, pero no idéntico, a la miogénesis embrionaria, con la que comparte 
características celulares y moleculares comunes (Grounds, 1999; Tajbakhsh y Relaix, 2011). 
En la regeneración muscular se distinguen las fases de degeneración o destrucción, 
regeneración o reparación y remodelación (Järvinen et al, 2005; 2007). Básicamente, la fase 
degenerativa incluye la destrucción del área afectada y la respuesta inflamatoria. Tras ésta, la 
fase de regeneración se caracteriza por la activación, proliferación y diferenciación de las 
CMSS, su fusión en miotubos o fibras musculares regenerativas y la maduración de estos hacia 
miofibras adultas. En esta fase la persistencia de la lámina basal de la fibra muscular tras la 
lesión garantizará que las CMSS proliferen dentro de sus límites, se diferencien hacia 
mioblastos y se fusionen entre sí para formar miotubos multinucleados y con las partes 
supervivientes de las fibras lesionadas. 
En la fase de remodelación, y simultáneamente con el crecimiento y maduración de los 
miotubos regenerativos o fibras musculares regenerativas, otros elementos tisulares como la 
matriz extracelular, red vascular y nervios sufren notables modificaciones y cuyo papel es 
fundamental para garantizar la recuperación morfológica y funcional del músculo: o sea, 
adecuada oxigenación, recuperación de la inervación y tensión longitudinal (Grounds et al, 
1998; Velleman et al, 1998). En esta fase la CMS continúa jugando un papel esencial, ya que 
actúan suministrando nuevos mionúcleos que permitan el crecimiento de la fibra regenerativa 
(Luque et al, 1996). 
4) Reparación de la fibra muscular 
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El término de “reparación” de la fibra muscular se refiere a la restauración de uno o más 
elementos dañados tras una lesión que no conduce a la muerte de la fibra muscular o a un 
segmento de esta. Es, por tanto, distinto al término de “regeneración” de la fibra muscular, en la 
cual el proceso conlleva a la formación de una nueva fibra (o a un segmento de esta) tras la 
necrosis (Carpenter, 2001).  
En estos casos se han descritos CMSS activadas asociadas a fibras musculares con 
microlesiones provocadas por el ejercicio, sin que evolucionaran a la necrosis de la fibra 
(Magaudda et al, 2004). En biopsias musculares de corredores de maratón se han observado 
CMSS junto con fibras que mostraban focos de lisis miofibrilar, dilatación y rotura de tubos T y 
degeneración mitocondrial sin infiltración inflamatoria (Wharhol et al, 1985). 
5) Hipertrofia de la fibra muscular 
Al tratarse la fibra muscular esquelética de una célula grande, de gran longitud, su 
funcionamiento requiere la existencia de cientos de núcleos (mionúcleos) que gobiernan 
determinados territorios intracelulares, concepto denominado “unidad de ADN” o “dominio 
mionuclear”; es decir, cada mionúcleo controla un volumen definido de citoplasma, de tal 
manera que cuando una fibra muscular incrementa su tamaño se hace necesaria la incorporación 
de nuevas unidades de ADN o mionúcleos. Dado que estos no pueden dividirse, el suministro de 
los nuevos mionúcleos se lleva a cabo a partir de la población de CMSS. De esta manera la 
adición de nuevos mionúcleos a la fibra muscular permite incrementar la capacidad para la 
síntesis proteica y mantener el aumento en el área transversal de la fibra (Allen et al, 1999; 
Hawke, 2005; Freyssenet, 2006; Blaauw y Reggiani, 2014). 
En general, las CMSS se activan e incrementan su número en respuesta al estímulo 
hipertrófico. Aunque los mecanismos que conducen a su activación durante la hipertrofia no son 
completamente conocidos, se ha propuesto que un ejercicio de entrenamiento de fuerza infringe 
microlesiones en las fibras musculares, no conducentes a la necrosis de las mismas, que 
liberarían factores de crecimiento estimulando la proliferación y diferenciación de las células 
satélites y fusionándose con la fibra muscular (Toigo y Boutellier, 2006; Pallafacchina et al, 
2013); de esta manera la lesión inducida por el ejercicio estaría implicada en la propia 
hipertrofia de la fibra muscular. 
Sin embargo, es necesario saber que pequeños incrementos en el área de las fibras 
pueden no implicar incorporación de nuevos mionúcleos a partir de las células satélites, sino 
que serían los propios mionúcleos existentes quienes incrementarían su capacidad de 
transcripción para hacer frente a las necesidades en la hipertrofia (Kadi et al, 2004; McCarthy et 
al, 2011) 
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6) Hiperplasia de fibras musculares 
Son muchos los autores que señalan a la CMS como origen de nuevas fibras en el 
músculo esquelético adulto (Appel et al, 1988; Umnova y Seene, 1991; McCormick y Schultz, 
1992; Yamada et al, 1989; Peña et al, 1995). 
7) Crecimiento postnatal 
 Las CMSS juegan un papel muy importante en el crecimiento postnatal del músculo 
esquelético aportando mionúcleos para el crecimiento de la fibra muscular (Moss y Leblond, 
1971). Por otro lado, las CMSS asociadas a fibras musculares en crecimiento presentan rasgos 
de activación (Schultz, 1976) mostrando desarrollo de retículo endoplásmico rugoso y aparato 
de Golgi lo que indica la participación activa de la célula en la secreción de algunos productos 
como, por ejemplo, IGF (Jennische et al, 1987).  
Propiedades 
Evidentemente, para que las CMSS puedan desarrollar las funciones que tienen atribuidas 
poseen una serie de capacidades o propiedades que resumimos a continuación y que, en 
definitiva, confieren que la CMS sea la base de la plasticidad del músculo esquelético 
(Anderson, 2006; Luque et al, 2011): 
• Cambio funcional:   En el músculo esquelético normal las CMSS son quiescentes.  
Sin embargo, diferentes mecanismos pueden dinamizar a la célula satélite provocando que 
desde su situación de reposo o quiescencia pase a una situación de activación. La célula satélite 
activada también es conocida como mioblasto; tras la activación, la morfología de la CMS 
cambia radicalmente: aparición de extensiones citoplasmáticas, acompañadas de un aumento de 
volumen citoplasmático en el que se hacen evidentes varias organelas como aparato de Golgi, 
ribosomas, mitocondrias y retículo endoplásmico rugoso (Campion, 1985; Hawke y Garry, 
2001) 
•  Capacidad proliferativa: a diferencia de los mionúcleos la CMS puede dividirse, 
aunque en condiciones de normalidad lo hacen muy infrecuentemente (Dhawan y Rando, 2005). 
El número de divisiones que experimenta la CMS / mioblasto es limitado (aproximadamente 25-
30) y disminuye con la edad y en algunas patologías como la Distrofia Muscular de Duchenne 
(Bischoff and Franzini-Armstrong, 2004).  Las células satélites humanas tienen una gran 
capacidad de proliferación in vitro, lo que las ha hecho muy útiles como arma terapéutica (Otto 
et al, 2009). Recientes estudios han puesto de manifiesto que existen dos modos distintos de 
división (asimétrica versus simétrica), que podrían variar como consecuencia de modificaciones 
microambientales (Gayraud-Morel et al, 2009) 
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• Capacidad de autorenovación:  El potencial proliferativo de las CMS permite que la 
población pueda renovarse (Hawke y Garry, 2001).  
 
• Capacidad para la diferenciación: tras la reacción de activación las CMSS transforman 
en mioblastos iniciando la diferenciación miogénica, expresándose un conjunto de moléculas 
específicas (Boonen y Post, 2008), tras lo cual queda capacitada para la fusión. 
 
•  Capacidad para fusionarse: las células satélites pueden fusionarse bien con la fibra 
muscular a la que se asocia o con otros mioblastos.  Esta propiedad de la CMS o de los 
mioblastos derivados de ella es la base de su empleo en la terapia por transferencia de 
mioblastos para reparar y regenerar músculos lesionados o miopáticos o para su utilización 
como vectores en terapia génica (Morgan y Partridge, 2003) 
 
En músculo humano se observan interdigitaciones y zonas de fusión entre las membranas 
plasmáticas de ambos tipos celulares en músculo deltoides hipertrófico (Reger y Craig, 1968) y 
en biopsias musculares de niños malnutridos tras una rehabilitación nutricional (Hansen-Smith, 
1979). Appell et al (1988) también observan células satélites activadas fusionándose con fibras 
musculares en sujetos tras un programa de ejercicio en bicicleta ergométrica, sugestivas de su 
participación en los fenómenos de hipertrofia. 
• Motilidad y migración: las células satélites pueden moverse a lo largo de la fibra 
muscular para contribuir a la reparación de segmentos dañados de ésta o, incluso, separarse de 
la fibra muscular a la que se asocian para, tras fusionarse con otros mioblastos, formar nuevas 
miofibras. Esto implica que la CMS puede moverse en dos direcciones: 1) a lo largo de la 
superficie de la fibra muscular a la que se encuentra asociada (lo que haría por debajo de la 
lámina basal y 2) hacia territorio intersticial, lo que implica “abandonar” la fibra muscular; en 
este caso existen dos posibilidades; la primera sería atravesar la lámina basal que la cubre y, en 
segundo lugar, rodearse completamente de lámina basal quedando aislada en el intersticio. 
Existen muy pocas evidencias de lo primero (Bischoff, 1994), mientras que la segunda 
posibilidad ha sido referida que ocurre en procesos de denervación (Ontell, 1975; Schultz, 1978; 
Lu et al, 1997; Viguie et al, 1997). 
 
Se ha señalado que la capacidad migratoria de la CMS es dependiente de la integridad de la 
lámina basal. Después de la rotura de ésta tras una lesión traumática las CMSS pueden migrar a 
fibras musculares adyacentes (Watt et al, 1987; Watt et al, 1994) 
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A pesar de que parece evidente que la CMS puede emigrar, lo que no está claro es con qué 
frecuencia lo hace (Grounds y Relaix, 2009).  
• Alta resistencia a la lesión: a diferencia de la fibra muscular, las células satélites son 
más resistentes a los agentes y situaciones lesivas lo que le permite regenerar a las fibras 
musculares, como se ha podido comprobar en estudios experimentales en los que agentes 
miotóxicos que provocan completa degeneración de las fibras musculares no afectan, 
aparentemente, a este tipo celular (Harris y Johnson, 1978; Maltin et al, 1983). Sin embargo, a 
pesar del alto grado de resistencia a la lesión las células satélites no están exentas de sufrir 
cambios degenerativos. Así por ejemplo Baranska et al (1997) han descrito hinchamiento 
mitocondrial con vacuolización y desintegración de sus crestas, inclusiones de lipofucsina y 
cuerpos lamelares situados en el espacio entre la CMS y la fibra muscular.  
 
Heterogeneidad de CMSS 
En el momento actual existen bastantes evidencias que demuestran que la población de CMS no 
es homogénea. La heterogeneidad se basa en varios aspectos: origen embriológico, al tipo de 
fibra (lenta o rápida) a la que se asocia, en la etapa postnatal en la que se encuentra, tipo de 
división (simétrica o asimétrica) (Biressi y Rando, 2010; Motohashi y Asakura, 2014). También 
al menos dos tipos de CMSS, “fusionantes” y “no fusionantes” han sido aisladas de músculo de 
diferentes especies (Baroffio et al, 1996). 
Identificación microscópica 
La identificación clara e inequívoca de la CMS se basa en criterios morfológicos y 
topográficos empleando el microscopio electrónico de transmisión. En la actualidad se están 
empleando una serie de marcadores en microscopía de luz que persiguen, no sólo identificar a 
esta célula sino también tipificarla en diferentes situaciones funcionales (Hawke y Garry, 2001). 
La doble inmunotinción con anticuerpos frente a moléculas ubicadas en el sarcolema (distrofina, 
espectrina) y la lámina basal (colágeno tipo IV, laminina α2) permite localizarlas gracias a su 
posición con respecto a la fibra muscular (Grounds, 1999; Boldrin y Morgan, 2012).  
Sin embargo, la expresión de los diferentes marcadores empleados es confusa y, en 
muchas ocasiones, contradictoria (Thornell et al, 2003). Esto obedece probablemente a que, por 
un lado, la célula satélite muestre fenotipos diferentes, en su localización habitual por debajo de 
la lámina basal, en base a su situación funcional (quiescentes, activadas, replicativas, en 
diferenciación) y, de otro lado, al hecho de que la propia población de células satélites 
quiescentes sea heterogénea. Por otro lado, el aislamiento de células con potencialidad 
miogénica por disociación de tejido ha permitido numerosas caracterizaciones con marcadores 
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moleculares, pero la rapidez con la que estos pueden cambiar durante el procedimiento de 
aislamiento dificulta la identificación de las poblaciones o subpoblaciones de CMSS purificadas 
(Dhawan y Rando, 2005).   
 De todas maneras, son muchos los marcadores que se vienen empleando para identificar 
a las CMSS, ya sea en situación de quiescencia o de activación. Cuando la CMS se activa 
expresan, además de m-caderina y c-met, MyoD, Myf-5 y más tarde miogenina. (Cornelison y 
Wold, 1997; Beauchamp et al, 2000; Wernig et al, 2004). M-caderina es una molécula de 
adhesión dependiente del Ca2+ que se expresa tanto en las células satélites quiescentes como en 
las activadas, pero no en otros tipos celulares en el músculo esquelético; sin embargo, parece 
que no todas las CMS son marcadas con M-caderina (Kuschel et al, 1999). La inmunotinción 
con M-caderina de la célula satélite quiescente está confinada a la zona de aposición de las 
membranas plasmática de la célula satélite y de la fibra muscular dando lugar a una línea corta 
(<10um) y delgada en forma de arco junto al núcleo (Wernig et al, 2004). c-met es el receptor 
para el factor de crecimiento hepatocitario (HGF) y se expresa en todas las CMSS quiescentes y 
activadas (Tatsumi et al, 1998). Desmina es una proteína frecuentemente empleada para 
identificar CMS activadas ya que en las quiescentes su expresión es muy baja y rápidamente se 
expresa en respuesta al daño muscular (Lawson-Smith y McGeachie, 1998) 
Es importante dilucidar el papel de los transcriptores individuales pax en la miogénesis 
embrionaria y postnatal ya que esto puede tener implicaciones para el empleo de Pax7 como un 
gen candidato para la conversión de células madre hacia la línea miogénica, una estrategia de 
tratamiento importante frente a miopatías incrementando la regeneración muscular (Lamey et al, 
2004; Yagima et al, 2010; Dilworth y Blais, 2011). Por el contrario, en ratones carentes de Pax7 
los músculos se desarrollan normalmente, pero carecen de CMSS, lo cual determina un fallo en 
el aumento de la masa muscular (Seale et al, 2000). Aunque Pax7 está considerado como un 
buen marcador de CMSS, algunos estudios señalan que no todas las células se marcan (Reimann 
et al, 2004). 
 La miostatina (o GDF8), un miembro de la familia de los TGFß, se expresa en las 
CMSS quiescentes, sugiriendo que ésta puede promover activamente la quiescencia de una 
manera autocrina (Dhawan y Rando, 2005).   
Regulación  
En condiciones de normalidad la CMS se encuentra en la fase G0 del ciclo celular y es 
resistente a los efectos de la mayoría de los factores de crecimiento (Bischoff, 1986b). La 
transición de la CMS de su estado de quiescencia al de activación ocurre por los requerimientos 
de los procesos proplásicos (especialmente bajo los que se establecen en la regeneración 
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muscular) y la secuencia de acontecimientos orquestados por muchos factores de crecimiento y 
factores reguladores miogénicos.  
Un gran número de factores de crecimiento intervienen en la regulación de la actividad 
de la CMS (figs. 4 y 5) entre los que destaca IGF-I y MGF (Hawke y Garry, 2001). También ha 
sido propuesto el óxido nítrico como mediador en la rápida activación de la CMS, incluyendo la 





Figura 4. Esquema general que resume algunos de los factores que controlan y regula la actividad de las 
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 FGF        HGF 
 TGF-β 
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Factor de crecimiento Activación Proliferación Diferenciación 
HGF ↑ ↑ ↓ 
FGF  ↑ ↓ 
IGF-1  ↑ ↑ 
IGF-2  ↑ ↑ 
MGF ↑   
LIF  ↑  
TGF-ß  ↓ ↓ 
In vivo 
HGF ↑   
FGF  ↑ ↓ 
IGF-1  ↑ ↑ 
IGF-2  ↓ ↓ 
MGF ↑   
LIF  ↑  
TGF-ß  ↓  
 
Figura 5. Factores de crecimiento que afectan a la actividad de la CMS. (adaptado de Shortreed et al, 
2008) 
 
La CMS y otros tipos celulares con potencialidad miogénica 
 
Son muchos los datos y evidencias que demuestran la existencia de diferentes tipos 
celulares, diferentes a la CMS, con potencialidad miogénica (fig. 6). Sin embargo, la 
contribución de estos a los procesos proplásicos del músculo esquelético (al menos en 
condiciones normales) es insignificante (Grounds et al, 2002; Collins, 2006) y su papel es 
fundamental en los procesos de regeneración muscular (Relaix y Zammit, 2012).  Cossu y 
Biressi (2005) establecen la existencia de diferentes progenitores miogénicos: mioblastos 
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embrionarios, mioblastos fetales, CMSS, células madre musculares (MSC) y células madre 
hematopoyéticas (HSC).  
 
 
Figura 6. Células con potencialidad miogénica. (Tomado con autorización de Jimena y Peña, 2008). 
 
Ha sido referido que la potencialidad miogénica del pericito no sólo se manifiesta en la 
capacidad de fusionarse directamente con fibras musculares dañadas sino también en la de 
repoblar los nichos de células satélites (Diaz-Manera et al, 2009; Dellavalle et al, 2011; Otto et 
al, 2012). Otra posibilidad que merece ser tenida en consideración se refiere al hecho de que los 
mionúcleos puedan originar mioblastos en músculo adulto de mamífero, lo que si ocurre en 
anfibios (Grounds et al, 2002). 
 
La célula miosatélite en el músculo patológico 
 
La información sobre el papel y/o afectación de la CMS en el músculo patológico 
humano es limitada. Esto obedece a tres motivos: 1.es una célula raramente vista en las 
pequeñas biopsias, 2. precisa para su correcta identificación de la microscopía electrónica y 3. 












se piensa que los aspectos biopatológicos de este tipo celular son, en gran medida, similares a la 
que presenta en la musculatura esquelética de otros mamíferos. 
 
Desde un punto de vista general y considerando el papel que la CMS juega en los 
procesos proplásicos del músculo esquelético resulta evidente su implicación en aquellos 
cuadros patológicos que cursan con fenómenos degenerativos de las fibras musculares, 
especialmente en las distrofias y las miopatías inflamatorias, aunque también responden a 
trastornos de origen neurogénico. Aunque no se puede establecer una clara diferencia en el 
comportamiento de la CMS en estos dos grandes grupos, podría ser posible obtener alguna 
información que nos ayude a entender como los mecanismos proplásicos pueden estar 
dificultados, comprometidos o anulados en determinadas enfermedades neuromusculares y, en 
definitiva, comprender mejor su fisiopatología, así como para fundamentar el diseño de posibles 
estrategias terapéuticas. 
 
En este último sentido la implicación de la CMS en la patología neuromuscular humana 
también debe de analizarse desde un punto de vista terapéutico. Aunque se ha avanzado mucho, 
aún existen numerosas cuestiones sin resolver en lo que se refiere a las señales intrínsecas y 
extrínsecas que regulan a la CMS y que son fundamentales para aplicar con éxito las estrategias 
terapéuticas en medicina regenerativa (Cao et al, 2005; Sherwood y Wagers, 2006; Kuang y 
Rudnicki, 2008). 
 
Por tanto, en este apartado, para facilitar la compresión de su comportamiento en la 
patología neuromuscular, consideraremos inicialmente estas respuestas generales, seguida del 
análisis de su respuesta en la lesión muscular de tipo miopático y en las de origen neurogénico a 
partir de la información obtenida de biopsias musculares humanas. Finalmente comentaremos 
resumidamente su papel como elemento terapéutico en el tratamiento de las enfermedades 
neuromusculares.  
 
Considerando las funciones y propiedades de las CMSS se puede entender que las 
anomalías o disfunciones de éstas dificultarán o abortarán las respuestas proplásicas del 
músculo esquelético favoreciendo el desarrollo y evolución de la enfermedad muscular. No sólo 
hay que considerar un problema intrínseco que afecta a la población de CMSS sino a una 
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alteración de las señales o del microambiente tisular que las regula incluyendo el control génico 
(Muntoni et al, 2002; Jejurikar y Kuzon, 2003).  
 
Analizando la bibliografía existente, el comportamiento de la CMS en la patología 
neuromuscular humana se podría resumir en las siguientes respuestas (fig.7): 
- Cambios degenerativos de la CMS 
- Reducción de la capacidad proliferativa de la CMS 
- Reducción de la capacidad para la diferenciación miogénica de la CMS 
- Reducción de su capacidad para la fusión 
- Incremento en el número de CMSS 
- Disminución en el número de CMSS 
 
Estos cambios, que pueden o no coexistir en una misma enfermedad neuromuscular, 
pueden presentarse tanto en las lesiones de tipo miopático como en las lesiones musculares de 
origen neurogénico. 
 
Figura 7. Principales cambios patológicos que pueden ocasionar la afectación patológica de la 
población de CMSS.  
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Implicación de la CMS en el fracaso de la respuesta regenerativa 
Una eficiente regeneración requiere del reclutamiento de las CMSS y dado que esta 
población es la principal responsable, si no la única, del potencial regenerativo del músculo 
esquelético, cualquier afectación pueden condicionar la respuesta regenerativa del músculo 
esquelético frente a la lesión.  
 
Cambios degenerativos de la CMS. 
 
Aunque en general a la CMS se le atribuye un elevado grado de resistencia a la lesión, 
gracias a la cual mientras que la fibra muscular sufre degeneración, esta célula se activa, 
prolifera y se diferencia hacia mioblasto participando en la regeneración o reparación de la fibra 
muscular, existen algunas referencias, aunque escasas, que informan sobre cambios 
degenerativos en las CMSS. En este sentido, pensamos que sería de interés profundizar en esta 
cuestión puesto que la afectación directa de la población de CMSS en determinados procesos 
patológicos, y en concreto con determinados cambios citoarquitecturales que afectan a la propia 
fibra muscular, podría ayudar a aclarar o entender las dificultades que el músculo esquelético 
encuentra para hacer frente a la lesión o activar su crecimiento.  
En músculo patológico humano, aunque no indican qué patología afectaba a la muestra 
muscular, se han descrito ocasionales CMSS en degeneración que muestran picnosis nuclear, 
vesiculación de la carioteca y mitocondrias alteradas (Aréchaga et al, 1979). Cambios similares 
se han observado en la Dermatomiositis (Engel y Banker, 2004). También se ha sugerido que 
tanto el estrés oxidativo como el producto de la lesión oxidativa conducen a su apoptosis, 
dificultando o impidiendo la regeneración del músculo diafragma del ratón mdx (Nakae et al, 
2001) y en biopsias de afectos de Distrofia Muscular de Duchenne (Sandri et al, 1998). Frente a 
esto las CMSS en músculo esquelético denervado no revelaron expresión de caspasa (Tews et 
al, 2002). 
En determinados trastornos metabólicos que incluyen depósitos de material en fibras 
musculares también se presentan en el citoplasma de la CMS como es el caso de la enfermedad 
de Pompe (Winkel et al, 2003) o en enfermedades de depósito lisosomal como es el caso de la 
deficiencia de maltasa ácida en la que las CMSS contienen lisosomas al igual que las miofibras 
(Engel y Banker, 2004). Es posible que esto implique un defecto en su activación ya que 
recientemente se ha informado que, aunque en la enfermedad de Pompe se mantiene estable el 
número de células Pax7+, no se observa tinción para MyoD y miogenina lo que sugiere un 
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déficit en su activación (Schaaf et al, 2015). Ocasionalmente se ha descrito incluso una mayor 
afectación de las CMSS que en las fibras musculares en el caso de la Mucolipidosis tipo II 
(Kula et al, 1984). Sin embargo, en miopatías congénitas en las que las fibras musculares 
presentan inclusiones anormales (miopatía en huella de dedo, de cuerpos reducidos o cuerpos 
cebra, etc.) no se señala si estas inclusiones pueden ser vistas en las propias CMSS.  
Dado que el principal papel de este tipo celular es el de actuar en los procesos 
reparativos y regenerativos de la fibra muscular, sería interesante conocer las características de 
las CMSS que se asocian a diferentes tipos de fibras musculares con cambios degenerativos y/o 
citoarquitecturales. Sin embargo, tampoco existen datos sobre los rasgos morfológicas de las 
CMSS asociadas a otros tipos de fibras degenerativas como las fibras ragged red o fibras core 
habituales en las miopatías mitocondriales y miopatía de central core respectivamente. Por el 
contrario, si existe alguna información sobre las CMSS asociadas a las denominadas fibras en 
anillo (ring fibers); en este caso se describen con rasgos de activación (Kinklerfus, 1967) e 
incluso han sido implicadas directamente como responsables de la formación de este tipo de 
anormalidad citoarquitectural (Chou y Nonaka, 1977). En este caso es posible que las células 
satélites estén implicadas en procesos de reparación de la fibra ya que estudios experimentales 
sugieren que las fibras en anillo son consecuencia de anormalidades en la 
reparación/regeneración de fibras musculares (Peña et al, 2001; Peña et al, 2007).  
Otro cambio degenerativo se refiere a la interposición de lámina basal entre la fibra 
muscular y la CMS.  Laule y Bornemann (2001) encuentran que la interposición de lámina basal 
entre ambas células es un cambio que sólo se observa en músculo patológico y especialmente en 
las atrofias neurogénicas, lo que sugiere un control neural en la adhesión de las células satélites 
a la fibra muscular. Esta anormalidad también ha sido observada en casos de enfermedad de 
Werdnig-Hoffmann (van Haelst, 1970) y en biopsias musculares de niños con malnutrición 
(Hansen-Smith et al, 1979).  
 
Cambios funcionales de la CMS: Disminución de la capacidad proliferativa y número de 
CMSS 
 
El incremento en la frecuencia de células satélites es visto como un reclutamiento de 
este tipo celular como respuesta regenerativa frente a la lesión o para el reclutamiento de nuevos 
mionúcleos. En este sentido, el número absoluto de CMS se encuentra disminuido en la 
Distrofia Muscular de Duchenne (DMD). Los estudios realizados sobre esta patología apuntan a 
una temprana senescencia de la CMS derivada de la existencia de ciclos acelerados de 
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degeneración muscular y proliferación. Pero no parece ser este el único factor implicado ya que 
se ha detectado, en músculo de pacientes afectos de DMD, un aumento de la apoptosis en CMS 
(además de mionúcleos y macrófagos (Sandri et al, 1998) que parece estar ligada a 
modificaciones en el microambiente tisular del músculo distrófico y en concreto a una 
disponibilidad limitada de IFG-I e IGF-II (Melone et al, 2000).  
 
Renault et al (2002a) han demostrado que la capacidad proliferativa de las CMSS 
derivadas de músculo de una paciente de 9 años afecto de Distrofia muscular de Duchenne es 
aproximadamente un tercio de la que presentan las obtenidas de músculos controles. Decary et 
al (2000) han demostrado que la disminución en la capacidad regenerativa en la distrofia 
muscular de Duchenne es debida a una senescencia prematura de las células satélites provocada 
por su excesiva proliferación durante la regeneración muscular. En los pacientes afectos de 
DMD la reserva de CMSS se agota como consecuencia de los continuos ciclos de degeneración 
y regeneración (Heslop et al, 2000), quedando comprometida su función y por tanto 
favoreciendo la degeneración muscular y la evolución a la sustitución del tejido muscular 
esquelético por tejido fibroso y tejido adiposo. En otros tipos de distrofias como es el caso de la 
distrofia muscular congénita tipo Fukuyama, el número de CMSS no se ve afectado (Terasawa, 
1986). 
 
Los estudios sobre envejecimiento con animales experimentales han llevado a la 
conclusión general de que el número de células satélites disminuye con la edad, lo que 
conllevaría una disminución en la capacidad adaptativa y regenerativa del músculo esquelético 
en esta fase de la vida (Renault et al, 2002c). Por contra, otros estudios revelan que no existen 
diferencias cualitativas ni cuantitativas en la población de células satélites entre individuos 
jóvenes sanos sedentarios y personas de edad avanzada de ambos sexos (Roth et al, 2000). Sin 
embargo, recientes estudios apuntan a que la disfunción de las CMSS en el envejecimiento 
puede estar provocada por alteraciones del microambiente tisular como podría ser la 
inflamación sistémica crónica que afecta a individuos de edad avanzada en las que una 
citoquina, como el factor de necrosis tumoral α (TNF- α), es conocido, que afecta 
negativamente a la capacidad regenerativa al desestabilizar el factor de transcripción MyoD e 
inducir apoptosis de la CMS (Degens, 2010). Otro argumento que se ha propuesto para justificar 
el retraso o dificultad para la activación de las CMSS en el envejecimiento ha sido la 
acumulación de lipofucsina en las fibras musculares (Renault et al, 2002a) 
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 No deja de ser muy interesante la observación de que el potencial de proliferación y 
diferenciación in vitro de CMSS obtenidas de músculos de sujetos de edad avanzada parezca ser 
suficiente para la regeneración (Renault et al, 2000b), su reclutamiento in vivo sí parece estar 
dificultado (Dreyer et al, 2006). Este distinto comportamiento podría explicarse porque el 
microambiente tisular in vivo en el que se encuentra las CMSS difiera según la edad del 
individuo. Conboy et al (2005) hablan de un “rejuvenecimiento” de las CMSS de ratas viejas 
cuando se exponen in vitro al suero de animales jóvenes, lo que sugiere claramente que 
sustancias circulantes afectan a la capacidad de las células miosatélites. 
 
Implicación de la CMS en los procesos de hipotrofia y atrofia muscular 
La atrofia de fibras musculares (como la que se establece en la pérdida de inervación o 
en el desuso) o la hipotrofia por inmadurez de las fibras musculares (como ocurre en miopatías 
congénitas y algunas distrofias) son cambios patológicos muy frecuentes en patología 
neuromuscular.  
Puesto que las CMSS son necesarias para el crecimiento de las fibras musculares en el 
desarrollo postnatal (Schultz, 1996) y para el crecimiento de las fibras musculares regenerativas 
(Luque et al, 1996) un menor número de aquellas implicaría una menor disponibilidad para 
contribuir al crecimiento de las miofibras. Por consiguiente, resulta evidente de que si una de las 
funciones de la CMS es la de suministrar nuevos mionúcleos que permita controlar 
coordinadamente el crecimiento de las fibras musculares, su disminución en número, la 
alteración de su capacidad proliferativa o de su capacidad de fusión afectaría directamente al 
crecimiento de la fibra muscular. 
Los cambios cuantitativos en la población de CMSS pueden ofrecer alguna información 
sobre la fisiopatología de la enfermedad. Si bien el incremento en el número de células satélites 
podría, inicialmente al menos, hacer pensar en una respuesta positiva frente a la lesión, como se 
deduce de los estudios experimentales, en el caso de la patología muscular podría estar 
indicando todo lo contrario.  
 En varias patologías se ha hecho referencia a una disminución en el número de CMSS. 
En la miopatía miotubular, donde las miofibras sufren un proceso de detención en su 
crecimiento, se observan muy pocas células satélites asociadas a ellas a diferencia de lo que 
ocurre con el músculo fetal, pero tienen una frecuencia similar a la del músculo neonatal 
(Sarnat, 1990). Sin embargo, cuando se cultivan CMSS de pacientes con miopatía miotubular 
ligada a X se forman los miotubos (van der Ven, 1995), lo que plantea que, al menos en este 
cuadro sería la menor disponibilidad de CMSS y no su capacidad de fusión la que contribuye a 
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la inmadurez del músculo. Ontell (1986) también ha sugerido que la pobreza de células satélites 
asociadas a fibras musculares regenerativas de músculo distrófico podría originar una inhibición 
en el crecimiento de estas fibras. 
En experimentos de denervación crónica se atribuye, entre otros motivos, que el fracaso 
de la respuesta regenerativa es consecuencia de una ausencia de CMSS asociadas a los miotubos 
regenerativos (Borisov et al, 2001; Dedkov et al, 2001) algunas de las cuales quedarían 
separadas de las miofibras conduciendo a la aparición de pequeñas fibras musculares inmaduras 
reflejando una respuesta abortiva miogénica ( Borisov et al, 2005) que podría explicar la 
presencia de este tipo de fibras en biopsias musculares humanas de pacientes con 
polineuropatías y esclerosis lateral amiotrófica (Doppler et al, 2008). 
Sin embargo, una mayor densidad o incremento en el número de CMSS puede también 
ser expresión de la inmadurez de un músculo. En estos casos podríamos estar ante un problema 
o dificultad en la capacidad de fusión de las CMSS con la fibra muscular; esto ocasionaría una 
detención en su crecimiento y maduración o hipotrofia o bien el problema podría radicar en un 
problema intrínseco de la fibra muscular o de una ausencia de las señales que controlen la 
fusión. Por ejemplo, mientras que en la polimiositis se describen fibras regenerativas con CMSS 
activadas asociadas (Swash et al, 1978), en la distrofia muscular humana progresiva las fibras 
musculares regenerativas muestran CMSS inactivas (Laguens, 1963) al igual que en la 
enfermedad de central core (Cullen y Mastaglia, 1982). Este carácter de inactividad también se 
ha observado en las CMSS asociadas a las fibras musculares atróficas de biopsias de pacientes 
con enfermedad de Werdnig-Hoffmann (fig.8) (Chou y Nonaka, 1977). 
Este es el caso de lo referido en biopsias musculares de afectos de Distrofia Miotónica 
tipo 1 (Amack y Mahadevan, 2004; Thornell et al, 2009) y en la miopatía nemalínica (Nonaka y 
Tojo, 1983).  En ambos casos se han observado que el número de CMS se encuentra 
incrementado significativamente, lo que sugiere que, aunque este aumento pudiera representar 
una inicial respuesta, existiría una disfunción básica posiblemente relacionada con la fusión 
(Fardeau, 1982) que impediría su contribución al crecimiento de las fibras musculares y, por 
tanto, a la progresiva atrofia muscular (Amack y Mahadevan, 2004; Thornell et al, 2009).  
Por otro lado ¿es posible que las células satélites se activen, pero que sean 
incompetentes para la fusión? Si esto es así las células satélites podrían desarrollar 
miofilamentos en su interior y quedarían atrapadas entre la fibra a la que se asocian y la lámina 
basal. Se han descrito miofibrillas en el citoplasma de células satélites en la DMD (Wakayama, 




Figura 8 Micrografía electrónica en la que se observa una CMS inactiva asociada a una fibra muscular 
atrófica en la enfermedad de Werdnig-Hoffmann. (Archivo fotográfico del Grupo de Investigación 
REGMUS. Área de Histología. Facultad de Medicina y Enfermería. UCO). 
 
Guettier-Sigrist et al (2002), empleando un modelo de cocultivo de motoneuronas y CMSS (y 
considerando que no reproduce la situación in vivo) sugieren que la atrofia muscular espinal es 
una disfunción del “diálogo” músculo-nervio, en concreto un defecto en la función neurotrópica 
de la fibra muscular. Estos autores plantean que las CMSS derivadas de pacientes con atrofia 
muscular espinal, aunque se fusionan entre sí formando miotubos en cultivos son incapaces de 
diferenciarse, fusionarse correctamente y de madurar.  
 
Otras implicaciones patológicas de las células satélites 
Ha sido demostrado que las CMSS poseen la capacidad de dar lugar a células 
osteogénicas y adiposas in vitro tras el tratamiento con proteínas morfogenéticas de hueso o 
inductores adipogénicos respectivamente (Asakura et al, 2001).  A pesar de que no existe 
evidencia directa in vivo de esta conversión, la formación de hueso ectópico y de tejido adiposo 
dentro del músculo bajo ciertas condiciones patológicas sugiere, indirectamente, que esta 
transformación de la CMS podría ocurrir (Holterman y Rudnicki, 2005). Recientemente se ha 
referido que las CMSS presentan receptores para la proteína morfogenética de hueso 
(Schindeler et al, 2009). Finalmente, las CMSS han sido señaladas como el origen del 
rabdomiosarcoma (Le Grand y Rudnicki, 2007). 
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La célula satélite como elemento terapéutico en las enfermedades 
neuromusculares 
En los últimos años estamos asistiendo a un notable interés por la utilidad de la CMS, 
junto con otros tipos de células con potencialidad miogénica, como arma terapéutica en el 
campo de la neurología donde la práctica totalidad de las enfermedades neuromusculares 
carecen de tratamiento efectivo (Otto et al, 2009). Aunque se desconocen muchos aspectos, lo 
cierto es que los avances en el conocimiento del control molecular de este tipo celular y de otros 
tipos celulares con potencialidad miogénica, así como las mejoras introducidas en las técnicas 
de terapia celular e ingeniería tisular, están aportando grandes e interesantes expectativas en el 
tratamiento de la patología neuromuscular (Bareja y Billin, 2013).  
El fundamento de esta potencialidad terapéutica se basa en el hecho de que es una célula 
madre (fig.9). En este sentido Zammit (2008) destaca su utilidad como “modelo” para el estudio 
de las células madre adultas por su carácter representativo de esta población y estar bien 
definida, lo que hace que pueda ser fácilmente identificada y obtenida rápida y fácilmente. 
Además, a diferencia del tejido hematopoyético, el tejido muscular es muy estable con un bajo 
grado de renovación, lo que facilita el estudio de los mecanismos de control de sus situaciones 
de quiescencia y activación.   
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Terapia por transferencia de mioblastos derivados de CMSS 
 
Ya que las CMSS se fusionan para formar miotubos multinucleados contribuyendo sus 
núcleos a crear un pool genético común en un sincitio, se sugirió la posibilidad de disponer de 
un magnífico vector para la transferencia génica. Dado que la fibra muscular esquelética tiene 
una gran estabilidad debido al mínimo recambio celular y a su capacidad para incorporar por 
fusión precursores miogénicos mononucleados, el músculo adulto representa un órgano ideal 
para la terapia génica (Negroni et al, 2006). 
El empleo de la terapia celular en el músculo tiene dos ventajas: 1. las células pueden 
liberar productos génicos normales a las miofibras y 2. pueden incrementar la regeneración (Cao 
et al, 2005). Pero su eficacia se ve limitada por el inconveniente de ser liberada por vía 
sistémica; también posee el inconveniente de la imposibilidad de ser liberadas 
intravascularmente lo que disminuye su eficacia (Le Grand y Rudnicki, 2007). 
La CMS fue el primer tipo celular empleando en la terapia celular o transferencia de 
mioblastos en la DMD. A pesar de que los buenos resultados obtenidos en los estudios 
experimentales con ratones distróficos mdx inyectados intramuscularmente con CMSS 
cultivadas de ratones wild-type (Partridge et al,1989) desafortunadamente los resultados en 
humanos han sido ineficaces (Peault et al, 2007) aunque se están consiguiendo nuevos avances 
y mejoras (Darabi et al, 2008).  
 En la actualidad parece ser que la CMS no es una opción válida para su utilización en la 
terapia celular para el tratamiento de la DMD. Una de las razones estriba en que el 
mantenimiento in vitro de mioblastos derivados de CMSS provoca una reducción de su 
miogenicidad además de la dificultad de obtener suficiente cantidad de estas células (Farini et 
al, 2009). Por estas razones las investigaciones actuales se dirigen a optimizar este tipo de 
terapia empleando otros tipos celulares con capacidad miogénica diferentes a la CMS y que 
incluyen a células madre derivadas de músculo, células SP (side population) y células madre 
musculares derivadas de médula ósea. Para Cossu y Biressi (2005) la selección del tipo celular 
más apropiado debería cumplir los siguientes criterios: obtenerse a partir de una fuente 
accesible, capacidad para crecer in vitro formando una población homogénea, ser susceptible de 
ser transducidos in vitro con vectores génicos, ser capaces de alcanzar por vía sistémica los 
territorios musculares degenerativos-regenerativos y la capacidad para diferenciarse in situ hacia 
nuevas fibras musculares fisiológicamente normales. 
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En cualquier caso, la posibilidad más prometedora en el tratamiento de la DMD 
requerirá, junto a la terapia celular, la terapia génica y los tratamientos farmacológicos (Price et 
al, 2007; Farini et al, 2009; Ichim et al, 2010; Rinaldi y Perlingeiro, 2014)  
 
CMSS e ingeniería tisular de músculo 
Determinadas situaciones en las que nos encontramos con una notable pérdida de masa 
muscular requieren de estrategias dirigidas a la reconstrucción muscular mediante técnicas de 
ingeniería tisular (Bach et al, 2004). Actualmente las CMS constituyen la primera elección 
como fuente de células madre miogénicas para su utilización en ingeniería tisular de músculo 
esquelético (Koning et al, 2009) en combinación con scaffolds poliméricos in vitro o 
transportadores biodegradables (microcápsulas) (Tanzi et al, 2006). Sin embargo, cuando las 
CMSS son aisladas pierden el entorno que influye sobre su función lo cual determina una 
limitación en su utilidad clínica ya que pierde algunas de sus propiedades como células madre; 
por esta razón algunos autores trabajan en el desarrollo de microambientes in vitro en los cuales 
puedan ser recreados y modulados los nichos de CMSS mediante técnicas de ingeniería tisular 
(Cosgrove et al, 2009). 
Este tipo celular también ha sido empleado para terapia celular e ingeniería tisular en 
músculo cardíaco (Chiu et al, 1995) (aunque los mioblastos derivados de ellas parecen ser 
menos efectivos que las células madre derivadas de músculo) y en la disfunción urológica 
(Menasché, 2003; Yiou et al, 2003; Usas y Huard, 200; Tudesco et al, 2010).  
 Por otro lado, estas células están siendo consideradas como una alternativa en 
estrategias de ingeniería tisular para hueso y cartílago. Schindeler et al (2009) proponen que las 
CMSS podría jugar un papel muy importante en los procesos de reparación de la fractura ósea 
en situaciones en las que no pueda existir disponibilidad de progenitores derivados de médula 
ósea o del periostio (eliminación o desbridamiento perióstico). Adachi et al (2002) han 
comprobado que la implantación de células madre derivadas de músculo en defectos articulares 
creados en conejos consiguen una curación de la lesión con una eficiencia equivalente al 
trasplante de condrocitos. 
 
CMSS y ejercicio 
La actividad física puede proveer efectos beneficiosos (Lynch et al, 2007; Verney et al, 
2008), aunque no parecen existir prescripciones de ejercicio con un efecto específico, para la 
prevención y o tratamiento de la sarcopenia y enfermedades metabólicas (Toigo y Boutellier, 
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2006). El fundamento de esto se apoya en el hecho de que en individuos con sarcopenia, el 
descenso de la población de CMSS podría explicar que exista una mayor prevalencia de lesiones 
musculares, escasa capacidad para responder al estímulo hipertrófico, el retraso de la 
regeneración muscular y la más lenta recuperación tras una intensa sobrecarga (Kadi y Ponsot, 
2010). 
Se ha observado un incremento en la frecuencia de células satélites en ancianos 
sometidos a un entrenamiento de resistencia (endurance), por lo que se considera como 
estrategia eficaz en la mejora de la función en el anciano (Andersen, 2003; Charifi et al, 2003; 
Thornell et al, 2003; Kadi y Ponsot, 2010). Por el contrario, Jackson et al (2015) ha mostrado 
que la ausencia de CMSS puede perturbar la coordinación motora por alteración en las fibras 




Material y métodos         43 
Animales y diseños experimentales………………………………………..45 
Extractos musculares………………………………………………………45 
Primer experimento: ensayo de extractos musculares de distintos músculos 
en ratas normales. …………………………………………………………46 
Segundo experimento: ensayo de extractos de músculo sóleo en ratas con  
atrofia muscular. …………………………………………………………..47 
Análisis en microscopía óptica…………………………………………….47 
 Técnicas histológicas, histoquímicas e inmunohistoquímicas 
 Estudio histomorfométrico 
Análisis en microscopía electrónica de transmisión……………………….51 
Cortes semifinos y ultrafinos 








Animales y diseños experimentales 
En este estudio se emplearon un total de 80 ratas Wistar (250-300 g de peso). 
Las ratas estuvieron alojadas en un box con temperatura controlada (24°C), mantenidas 
en un ciclo de luz-oscuridad de 12-12 horas y con acceso a alimento y agua ad libitum. 
Todos los procedimientos descritos en este estudio para el cuidado y experimentación 




Sesenta ratas fueron empleadas para obtener los extractos musculares. La 
metodología seguida para su obtención ha sido descrita previamente (Jimena et al., 
1993). Mientras que para obtener los extractos de músculos normales las ratas no fueron 
sometidas a ninguna manipulación, para obtener los extractos de músculos denervados, 
todas las ratas fueron sometidas a la sección transversal completa de ambos nervios 
ciáticos (de los cuales se extrajeron un segmento de 10 mm de largo). Los músculos 
sóleo y extensor digitorum longus (EDL) fueron extraídos a los 4 día postdenervación 
ya que en estudios previos hemos comprobado que los extractos obtenidos en este 
periodo tienen un mayor efecto (Jimena et al., 1998).  
 
Resumidamente el procedimiento para la obtención de extractos es como sigue (fig. 10): 
 
1. En una superficie fría, y tras eliminar los extremos próximos a las uniones 
miotendinosas, procedemos a trocear los músculos en pequeños fragmentos. 
2. Los fragmentos fueron introducidos en tubos de ensayo, conteniendo 1 ml de 
tampón buffer fosfato a 4°C por cada músculo y homogeneizados. 
3. El homogeneizado obtenido se sometió a centrifugación a 4000 rpm durante 5 
minutos. 
4. El sobrenadante resultante fue filtrado sucesivamente empleando filtros 
Millipore® de membrana de 3 y 1.2 µm de poro. 
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5. El filtrado resultante fue de nuevo centrifugado a 8000 rpm durante 3 minutos.   
Filtramos sucesivamente el sobrenadante con filtros Millipore® de membrana de 
0.8, 0.45 y 0.22 µm de poro. 
6. El líquido resultante fue empleado como extracto muscular. 
 
 
Figura 10. (a) Músculos EDL y sóleo tras su disección. (b) músculo troceado; c) preparado de 
músculo y PBS antes de su homogenización. (d) centrifugación. e) sobrenadante resultante. (f) 
montaje de filtros en los dispositivos de filtración. g) filtración. 
 
Primer experimento: ensayo de extractos musculares de distintos músculos en ratas 
normales. 
Veinte de ratas Wistar macho (250-300 g de peso corporal) fueron divididas en 
cinco grupos: cuatro grupos experimentales y uno control. Cada grupo experimental 
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(n=4) fue tratado con un tipo de extracto muscular obtenido de músculo sóleo normal 
(ExSOLn), sóleo denervado (ExSOLd), EDL normal (ExEDLn) y EDL denervado 
(ExEDLd). En todos los grupos experimentales, las ratas fueron inyectadas 
intraperitonealmente (1 ml/día durante 10 días consecutivos) con cada tipo de extracto. 
Como grupo control (n=4) se emplearon ratas normales sin ningún tipo de 
manipulación.  
 
Segundo experimento: ensayo de extractos de músculo sóleo en ratas con atrofia 
muscular. 
Animales y diseño experimental  
 Dieciséis Wistar macho (250-300 g de peso corporal) fueron divididas en cuatro 
grupos de 4 ratas cada uno: grupo control formado por ratas normales (NR), grupo 
denervado formado por ratas que fueron sometidas a la sección de los nervios ciáticos 
de ambos miembros posteriores (DR), grupo normal tratadas con extracto de músculo 
denervado (NR+DmEx) y grupo denervado tratadas con extracto de músculo sóleo 
denervado (DR+DmEx).  En los grupos NR+DmEx y DR+DMEx, las ratas fueron 
inyectadas intraperitonealmente con 1 ml de extracto durante 10 días consecutivos; en 
este último grupo, el tratamiento comenzó inmediatamente tras la realización de la 
denervación. 
Sacrificio de los animales y obtención de muestras 
Las ratas fueron sacrificadas al finalizar el protocolo experimental; en concreto 
al día siguiente de la administración de la última dosis de tratamiento. Para ello cada 
animal fue primero anestesiado con una inyección intraperitoneal de 75 mg/Kg de 
Ketamina (Imalgene® 100 mg/ml, Merial Laboratorios, Lyon, France) y posteriormente 
muerta por decapitación. Los músculos sóleo y EDL de ambos miembros posteriores 
fueron extraídos y de ellos se obtuvo el vientre muscular.  
Análisis en microscopía óptica 
Los fragmentos destinados para su estudio en microscopía óptica fueron 
cortados y orientados transversalmente sobre discos de corcho y rápidamente 
congelados por inmersión en isopentano (2-metil butano) enfriado en nitrógeno líquido 
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(Dubowitz y Sewry, 2007). Los bloques fueron trasladados a la cámara de un criostato 
AMES	Leica CM1850 UV ® a -20°C donde se mantuvieron durante una hora para que 
se igualaran las temperaturas. De cada bloque se obtuvieron cortes seriados de 8 µm de 
grosor, que fueron recogidas en portaobjetos de cristal codificados de forma 
consecutiva, archivados en cajas de plástico y que fueron almacenadas en un congelador 
a -20°C hasta la aplicación de las distintas técnicas de tinción. 
 
 
Figura 11. (a) fragmento muscular. (b) montaje en OCT; c) congelación en isopentano enfriado 
en nitrógeno líquido. (d) corte en criostato. e) almacenamiento de cortes seriados.  
 
Estas técnicas incluyeron:  
Técnicas histológicas 
• Hematoxilina-eosina y tricrómico de Gomori modificado para la evaluación 
histológica general. Con éstas técnicas realizamos la valoración morfológica 
general del músculo esquelético: tamaño y contornos de las fibras, cambios en 
su aspecto tintorial (basofília/eosinofília), modificación en la posición de los 
mionúcleos, organización de los fascículos y del tejido conectivo, infiltrados 
inflamatorios, fenómenos de necrosis y regeneración, etc. 
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• Naranja de acridina en microscopía de fluorescencia. Con este método podemos 
identificar el incremento de la concentración de ARN en aquellos casos en los 
que las fibras muestran un aumento de ribosomas, polirribosomas y retículo 
endoplásmico rugoso como es el caso de las fibras musculares regenerativas, 
neoformadas o fibras que sufren hipertrofia.  
 
Técnicas histoquímicas 
• Nicotinamida adenina dinucleotido–tetrazolium reductase (NADHtr). El lugar 
de la reacción enzimática incluye mitocondrias, retículo sarcoplásmico, túbulos t 
y posiblemente otras organelas membranosas. Aunque es poco específica, esta 
reacción histoquímica es útil para: (1) demostración de cambios 
citoarquitecturales en las fibras musculares; (2) distinción de fibras tipo 1, 2a y 
2b; (3) reconocimiento de concentraciones densas de actividad enzimática 
oxidativa y pérdida de actividad en fibras degenerativas y necróticas.   
• Adenosina trifosfatasa miofibrilar (ATPasa, pH 9.4). Esta técnica permite 
identificar el material miofibrilar poniendo de manifiesto los diferentes tipos de 
fibras musculares (tipo I o claras y tipo II oscuras). También permite el 
reconocimiento de determinadas anormalidades citoarquitecturales. 
 
Técnicas inmunohistoquímicas 
• Desmina (1:50, Desmin, DE-R-11, Dako, Denmark). El anticuerpo antidesmina 
se emplea como marcador para detectar in vivo precursores de células 
musculares activados en fases tempranas (Lawson-Smith y McGeachie, 1998; 
Rantanen et al, 1995). Sobre la base de la positividad para desmina se consideró 
que las células satélites habían sido activadas: las células satélites no se han 
activado sobre la base de su negatividad a desmina (Hurme y Kalimo, 1992) 
mientras que las células satélites activadas pueden ser reconocidas en 




• Antígeno de diferenciación miogénica Myo-D (1:50, Dako) para el marcaje de 
células satélites activadas (Yoshimura y Harii, 1999) 
 
• Antígeno nuclear de proliferación celular PCNA (proliferating cell nuclear 
antigen) (1:100; Dako), un marcador de células en división (Johnson y Allen, 
1993; Lawson-Smith y McGeachie, 1998). 
 
El producto de reacción fue visualizado con el método biotin-avidin-peroxidaes (Dako). 
Los controles negativos se realizaron de forma paralela sin anticuerpos primarios. 
 
Análisis histomorfométrico 
Para el análisis cuantitativo en microscopía de luz, las secciones fueron 
fotografiadas con un microscopio Nikon Eclipse E1000 (Nikon, Tokyo, Japan) que 
incorpora una cámara Sony DXC-990P Exwaved HAD y transferidas a un ordenador 
equipado con el programa de análisis de imagen Image-Pro Plus 6.0 (Media 
Cybernetics, Bethesda, MA, USA). 
 En cada músculo fueron fotografiadas cinco áreas (157500 µm2) al azar a unos 
aumentos de 200x para la medición de los parámetros de tamaño de las fibras 
musculares (área transversal de la fibra y diámetro menor) y el número de fibras/área. 
La tinción ATPasa miofibrilar a pH 9.4 fue utilizada para medir el tamaño de las fibras 
tipo 1 y 2 en el músculo sóleo y la tinción NADH-tr para medir el tamaño de las fibras 
tipo 1, 2a y 2b en el músculo EDL.  
Para evaluar la respuesta miogénica, se fotografiaron en cada sección 
transversal cinco áreas a unos aumentos de 200x,  
• en secciones teñidas con antidesmina fueron contabilizadas: el número de 
perfiles desmina+ (número células satélites activadas), células 
mononucleadas desmina+ y pequeñas fibras musculares desmina+.  
• en secciones teñidas con MyoD: número de núcleos MyoD+ por área  
• en secciones teñidas con PCNA, número de núcleos PCNA+ por área. 
 
Todas las mediciones y cuantificaciones fueron realizadas por dos 
evaluadores independientes ciegos para la identificación de las muestras y al menos 
fueron evaluadas 300 fibras por músculo (2400 fibras/grupo).  
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Análisis en microscopía electrónica de transmisión 
Se realizó la observación y estudio de las distintas muestras valorando los rasgos 
ultraestructurales de las fibras musculares, células satélites y diferentes elementos 
ubicados en el espacio endomisial. 
  De cada uno de los músculos se tomaron pequeños fragmentos que fueron 
fijados durante 24 horas en glutaraldehído a 2.5% en tampón fosfato a pH 7.4. A 
continuación los fragmentos fueron lavados en tampón y posfijados con OsO4 al 1% 
(fig. 12). Tras la deshidratación con acetonas, los fragmentos fueron incluidos en 
araldite, siguiendo protocolos estandarizados (Cumming et al, 1994; Dubowitz y Swery, 
2007). En un ultramicrotomo LKB 8800 se obtuvieron secciones ultrafinas (30-40 nm), 
recogidas en rejillas de cobre y teñidas con acetato de uranilo y citrato de plomo.  
 
 
Figura 12. (a) comprobación de la orientación de la muestra. (b) obtención de los fragmentos 





Observación y estudio ultraestructural 
La observación se llevó a cabo con los microscopios electrónicos de transmisión 
Philips CM10 y JEM 1400 de alta resolución en el Servicio Central de Apoyo a la 
Investigación (SCAI, Universidad de Córdoba, España).	 Empleando aumentos entre 
4000-12,500 x, se procedió al análisis de la población de mionúcleos y células satélites. 
Con objeto de no cometer errores, cada micrografía fue comprobada para confirmar la 
posición característica de las células satélites: entre la membrana plasmática y la lámina 
basal de la fibra muscular.   
 
Estudio cuantitativo y morfométrico de la población de células satélites 
	 	
En microscopía electrónica las células satélites fueron identificadas y 
fotografiadas con el microscopio electrónico a unos aumentos que oscilaron entre 4000 
y 6000x. Los criterios de selección fueron: i. núcleo con alto contenido en 
heterocromatina y ii. su posición entre la membrana basal y la membrana plasmática de 
la fibra muscular.  
 
El porcentaje de células satélites fue determinado contando el número de 
células satélites y de mionúcleos y dividiendo el número de núcleos de células 
satélites por el número total de núcleos (núcleos de células satélites + mionúcleos). 
Esta metodología sigue siendo la más segura para analizar la población de este tipo 
celular (Heimann et al, 1996). Los valores de cinco cortes por músculo fueron 
analizados y calculado un porcentaje medio de células satélites por músculo.  
 
Una vez identificadas y cuantificadas se obtuvieron los siguientes parámetros 
morfométricos: área de la célula (µm2), área del núcleo (µm2) y porcentaje de células 
satélites activadas. Se consideró como célula satélite activada a aquella cuya relación 
área del núcleo/área de la célula fuese mayor que la cuantificada para la población de 
células satélites del grupo de ratas normales. 
 
 53 
Análisis estadístico  
Para el análisis estadístico se empleó el programa SigmaStat 3.1 (Systat 
Software Inc., Point Richmond, CA, USA). Las diferencias fueron consideradas 
significativas para p< 0,05. 
En el primer experimento, los datos se presentaron como media ± desviación 
estándar (DS) de la media de las 40 áreas analizadas abarcando los dos músculos de 
todos los animales en cada grupo. Se empleó el análisis de la varianza ANOVA seguida 
del método Hold-Sidak si se cumplía el test de normalidad o el test de Dunn si no se 
cumplía el test de normalidad. 
En el segundo experimento, los datos fueron expresados como la media ± el 
error estándar (ES) de las cuatro ratas de cada grupo. Se empleó el análisis de la 
varianza ANOVA.  En aquellas muestras que pasaron el test de normalidad se realizó la 
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Análisis de la respuesta de los músculos sóleo y EDL a los diferentes tipos de 
extractos 
En el grupo control tanto en los músculos sóleo como EDL de ratas normales la 
organización y estructura de las fibras musculares fueron completamente normales, 
destacando bastante homogeneidad en el tamaño de las fibras para el músculo sóleo, 
mientras que para los músculos EDL había diferencias de tamaño entre tipos de fibras 
en todos los casos las fibras musculares mostraban contornos poligonales y núcleos en 
posición periférica (fig. 13). A nivel ultraestructural las fibras musculares no mostraron 
ningún tipo de cambio y se encontraron esporádicamente células satélites en reposo. 
 
 
Figura 13. Grupo control.  Histología normal del músculo sóleo (a) y EDL (b). H & E. 20 x 
 
Efectos de los extractos derivados de músculos sóleo. 
Los extractos obtenidos a partir de músculos sóleo tanto normales como 
denervados provocaron un efecto miotrófico tanto sobre músculos sóleo como EDL. 
Como mostró el aumento en el área transversal y diámetro menor y un descenso en el 
coeficiente número de fibras área, ambos músculos respondieron con una hipertrofia de 
las fibras musculares  ya que hubo diferencias significativas para todos estos parámetros 
con respecto al control (tablas 1 y 2) y una respuesta miogénica consistente en la 
neoformación de fibras musculares y la activación y diferenciación miogénica tanto de 
células satélites como de células ubicadas en el espacio intersticial como reveló la 
tinción con antidesmina y el análisis cuantitativo (tablas 3 y 4). Sin embargo, esta 
respuesta fue generalmente mayor cuando se emplea extracto de músculo sóleo 
denervado frente a extracto de músculo normal y siempre  mayor para el músculo sóleo 





Los cambios histológicos fueron comunes para ambos tipos de músculos, pero 
siempre fueron más llamativos en el músculo sóleo. Con H-E las fibras musculares eran 
de aspecto aparentemente normal a excepción de un evidente mayor número de núcleos. 
En algunos casos algunos de ellos se encontraron rodeados por un halo basófilo 
citoplasmático haciendo protusión sobre la fibra muscular, lo que fue muy sugestivo de 
que se tratasen de células satélites activadas (fig. 14). Entre las fibras musculares se 
pudieron encontrar pequeñas fibras de mayor o menor basofília, que generalmente 
solían ocupar los bordes de los fascículos musculares. Con la tinción AO las fibras 
mostraban la periferia con intensa fluorescencia anaranjada y también eran evidentes un 
mayor número de núcleos (fig. 15); las fibras pequeñas mostraban igualmente una 
intensa fluorescencia anaranjada. No fueron observados cambios citoarquitecturales con 
las técnicas histoquímicas, ni en el porcentaje de tipos de fibras (figs. 16 y 17).           
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Figura 14.  Grupo ExSOLd. (a) Músculo sóleo. Las fibras musculares son grandes y muestran 
un aparente número de núcleos; algunos de ellos son grandes, tienen morfología redondeada y 
están rodeados por un anillo basófilo (flechas). (b) músculo EDL. La fibras musculares se 
encuentran incrementadas en tamaño sin aparente cambios en los núscleos. H & E, 40 x 
 
 
Figure 15. Grupo ExSOLd. (a) Músculo sóleo. Las fibras musculares muestran fluorescencia 
anranjada en la periferia con un evidente incremento en el número de mionúcleos 
(fluorescencia amarilla). (b) Músculo EDL.  Notesé que el incremento de la fluorescencia 
anaranjada y  el número de núcleos es menor en comparación con el músculo sóleo. Naranja de 
acridina, 40 x. 
 
 
Figura 16.  (a) Grupo control. Músculo sóleo. Sección transversal teñida con ATPasa a ph 9.6 
mostrando las fibras tipo 1 (claras) y tipo 2 (oscuras). (b) Grupo ExSOLd. Músculo sóleo. En 
comparación con la imagen anterior, las fibras musculares son más grandes y aparentemente 
no hay cambios en los tipos de fibras. 10 x.  
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Figura 17. (a) Grupo control. Músculo EDL. Los diferentes tipos de fibras pueden ser 
identificados por su tinción histoquímica con NADH-tr: fibras tipo 1 (alta actividad oxidativa) 
aparecen oscuras, las tipo 2b (baja actividad oxidativa) aparecen claras y las tipo 2a aparecen 
de tinción intermedia.  (b) Grupo ExSOLd. músculo EDL. El tamaño y proporción de fibras son 
aparentemente muy similares con la imagen precedente. 10 x. 
 
 
Figure 18. Grupo ExSOLd. (a) Músculo sóleo. Las flechas señalan: (a) incrementos periféricos 
en el inmunomarcaje con desmina en las fibras musculares; se corresponden muy 
probablemente con células satélites activadas. (b) un grupo de células desmina+ localizado en 
perimisio y (c) dos pequeñas fibras musculares desmina+. 40 x. 
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La tinción inmunohistoquímica con desmina reveló la presencia de perfiles 
periféricos desmina + sugestivos de células satélites activadas, células mononucleadas 
desmina + aisladas o agrupadas en el espacio intersticial y también fibras pequeñas 
desmina + (fig. 18) (tabla 3). Estás últimas mostraban basofília con H-E y fluorescencia 
naranja con la tinción AO.   
El análisis con microscopía electrónica confirmó las observaciones en 
microscopía de luz. Muchas fibras musculares mostraron que el espacio subsarcolémico 
estaba agrandado y ocupado por abundantes ribosomas. La organización miofibrilar 
estaba preservada a excepción de algunas pequeñas zonas de disrupción miofibrilar.  
También se encontraron células satélites activadas que estaban en buena relación con lo 
observado en microscopía de luz, ya que hacían protusión sobre la superficie de la fibra 
muscular y mostraban un mayor citoplasma con mitocondrias y abundantes ribosomas 




Figure 19. Grupo ExSOLd. (a) Músculo sóleo. Célula satélite activada con un gran citoplasma, 
hace protrusión en la superficie de la fibra muscular.  5200x (b) Músculo EDL. Célula satélite 
con moderada activación. 3900 x. 
 
En la vecindad de las fibras musculares, fueron encontradas células 
mononucleadas similares a células satélites, aunque completamente rodeadas por una 
lámina basal (fig. 20a); algunas de ellas tenían un citoplasma más desarrollado que 
contenía organelas (Fig. 21b). Es destacable que muchos pericitos mostraron un 
citoplasma desarrollado y se encontraron bastante separados de la pared capilar (fig. 
20c). También encontramos, junto a capilares, pequeñas fibras musculares con rasgos 
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ultraestructurales de neoformación: núcleo eucromático, ribosomas, mitocondrias y 
miofibrillas incipientes (Fig. 21). 
 
Figure 20. Grupo ExSOLd. (a) Músculo sóleo.  Célula mononuclear con escaso citoplasma y 
completamente rodeada por una lámina basal, 6610 x. (b) Músculo EDL. . Célula mononuclear 
rodeada por una lámina basal y con abundante citoplasma conteniendo ribosomas, 
mitocondrias y retículo endoplásmico rugoso, 6610 x. (c) Célula mononuclear rodeada por 
lámina basal y próxima a un capilar, lo que sugiere que se trate de un pericito; contiene 




Figura 21. Grupo ExSOLd. Músculo sóleo. (a) (b). Imágenes representativas de pequeñas 
fibras localizadas en la vecindad capilar. Estas fibras contienen miofibrillas incipientes y 





Efectos de los extractos derivados de músculo EDL. 
Cuando se emplean extractos de músculo EDL los músculos sóleo y EDL  
responden de forma diferente. Así, mientras que el músculo sóleo experimenta una 
hipertrofia de las fibras tipo I y una respuesta miogénica (aunque un menor que con los 
extractos anteriores) cuando el tratamiento se realiza con n-EDL-ex, no sufre cambios 
cuando el tratamiento se lleva a cabo con d-EDL-ex (tablas 5 -8). No obstante sí parece 
existir una atrofia de todos los tipos de fibras del músculo soleo al comparar los efectos 
del d-EDL-ex con los del n-EDL-ex (tabla 5). A diferencia de esto los músculos EDL 
respondieron a ambos extractos con una atrofia para las fibras tipo IIa y IIb, pero no 
para las fibras tipo I (tabla 6). Los extractos derivados del EDL no provocaron ninguna 






La disminución en tamaño pareció afectar a todo el conjunto de las fibras ya que 
no se vieron zonas de variabilidad de tamaño y las fibras mostraban un perfil 
redondeado y no se vieron fibras atróficas anguladas. Sin embargo, si fue evidente con 
la tinción NADH-tr una alteración del patrón tintorial consistente en la presencia de 
zonas carentes de actividad enzimática que confieren a las fibras un aspecto moth-eaten 
(fig. 22). Ultraestructuralmente en algunas fibras se encontraron distorsión del patrón 
miofibrilar (fig. 23), y algunos núcleos picnóticos.  
 
Figura 22. Grupo ExEDLd. (a) Músculo sóleo.  Las fibras musculares son aparentemente 
normales, aunque algunas de ellas presentan pequeñas áreas con pérdida de actividad 
oxidativa (flechas). (b) Músculo EDL. Si se compara con la figura 17a, se puede comprobar 
como las fibras son más pequeñas y algunas muestran áreas de ausencia irregular de actividad 




Figura 23. Grupo ExEDLd. (a) Músculo sóleo. Pequeña área con rotura de miofibrilla 






Figura 24. Grupo ExEDLd. La inmunotinción con desmina no revela cambios en los músculos 
(a) sóleo y (b) EDL.  40 x. 
 
 
La inmunotinción con desmina no reveló hallazgos sugestivos de respuesta 
miogénica (Fig. 24). Las células satélites se mostraban inactivas (Fig. 25) y no se 
observaron células mononucleadas rodeadas de membrana basal similares a las vistas en 









Figura 25.  Grupo ExEDLd. Imágenes representativas de células satélites inactivas en los 
músculos (a) sóleo y (b) EDL.  (a) 5200 x, (b) 6610 x 
 
Análisis de la activación de las células satélites por extracto de músculo denervado 
en la atrofia muscular por denervación 
Evaluación de la respuesta miogénica en microscopía óptica 
Los músculos del grupo RN mostraron una histología normal y no fueron 
evidentes cambios importantes en los músculos denervados del grupo RD a excepción 
de un menor tamaño y perfiles menos redondeados. En comparación con ellos, los 
grupos RN+ExMd y RD+ExMd sí mostraron cambios histológicos, como el mayor 
tamaño de las fibras musculares con un aparente incremento en el número de núcleos, 
más grandes y redondeados, así como la presencia de pequeñas fibras dispersas.   Estos 
cambios fueron también evidentes con la tinción de naranja de acridina (Fig. 26). 
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Figura 26. Comparación de secciones transversales de músculos sóleos teñidos con naranja de 
acridina, correspondientes a los grupos RN (a), DR (b), RN+ExMd (c) y DR+ExMd (d). Los 
citoplasmas de las fibras musculares normales se tiñen de color verde, mientras que los núcleos 
exhiben una fluorescencia amarilla. Las fibras musculares con un incremento en la 
concentración de ARN presentan fluorescencia anaranjada. Observe como existen diferencias 
en el tamaño de las fibras musculares y en el número de núcleos entre los grupos. Sólo en el 
grupo de tratamiento con ExMd (d) se observan pequeñas fibras con fluorescencia anaranjada 
(flechas) siendo sugestivas de neoformación.40x. 
 
El análisis morfométrico mostró una significativa atrofia (P<0.05) en el grupo 
RD (1230.9 ± 17.7 µm2) en comparación con el grupo RN (2809.2 ± 18.3 µm2), lo que 
representó una reducción de tamaño del 67%. En los dos grupos de tratamiento con 
extracto, las fibras musculares incrementaron su área significativamente (P<0.05), 
llegando alcanzar un 28% para las ratas del grupo RN+ExMd (3602.1 ± 26.7 µm2) y de 
un 59% para las ratas del grupo RD+ExMd (1967.1 ± 22.7 µm2) en comparación con los 
grupos RN y RD respectivamente. Por tanto, el efecto miotrófico del extracto de 
músculo denervado fue mayor sobre el músculo denervado que sobre las fibras 
musculares normales en base al mayor incremento en el porcentaje, 
 
Mientras que en los músculos del grupo RN no se observó positividad para 
ninguno de los marcadores inmunohistoquímicos empleados, en los grupos RD, 
RN+ExMd y RD+ExMd sí fueron detectados. Se observaron núcleos MyoD+ tanto en 
el intersticio como en las fibras musculares (Fig. 27a), siendo más significativo para los 
grupos tratados con extracto frente al grupo DR (fig. 28). El número de núcleos PCNA+ 
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fue significativamente mayor en los grupos tratados con extracto y especialmente en el 
grupo RD+ExMd (fig. 28), pero la mayoría estaban localizados en el intersticio y sólo 
ocasionalmente fueron vistos en la periferia de las fibras musculares (fig. 27b).  
 
Con la tinción antidesmina se reveló la existencia de perfiles positivos en la 
periferia de algunas fibras musculares que contenían núcleos (figs. 27c 28) y la 
presencia, preferentemente en el espacio perimisial, de células mononucleadas y 
pequeñas fibras musculares desmina+ (fig. 29). Sin embargo, hubo diferencias 
cuantitativas entre los tres grupos (fig. 30). Las pequeñas fibras se localizaron 
preferentemente en los bordes de los fascículos musculares e interesantemente algunas 
se encontraban en estrecha relación con los capilares (Fig. 29b). Muchas de ellas 
mostraron carácter basófilo, fluorescencia anaranjada con naranja de acridina.  Su 
presencia se limitó a los dos grupos tratados con el extracto, siendo significativamente 
más frecuentes en el grupo RD+DmEx (fig.30).  
      
 
Figura 27. Inmunohistoquímica de la respuesta miogénica. Secciones transversas de de 
músculos sóleo teñidos frente a MyoD (a), PCNA (b) y desmina (c) en animales representativos 
del grupo RD+ExMd.  (a) Se observan núcleos marcados con MyoD en la periferia de las fibras 
musculares (flechas) y dispuestos en grupos en el intersticio (cabezas de flecha). (b) sólo dos 
núcleos PCNA+ se observan en el intersticio (flechas). (c) Dos fibras musculares presentan en 
la periferia perfiles desmina+ que hacen protuberancia en la periferia de las fibras musculares 




Figura 28. Representación gráfica de los resultados cuantitativos de los núcelos marcados con  
MyoD y PCNA así como los perfiles desmina+ en los cuatro grupos. * Diferente 
significativamente con grupo RN; +Diferente significativamente con grupo RN+ExMd;  # 






Figura 29. Secciones transversas de músculo sóleo teñido mediante marcaje 
inmunohistoquímico frente a desmina en animales representativos del grupo los grupos (a) 
RN+ExMd y (b) RD+ExMd. (a) Las flechas señalan células desmina+ en el perimisio.  (b) En 





Es evidente, por tanto, que en el grupo RD, la denervación produjo una respuesta 
miogénica en el músculo esquelético. En el grupo RN+ExMd ocurrió una respuesta 
similar, aunque significativamente diferente. Finalmente, la respuesta fue mucho mayor 
en el grupo RD+ExMd, menos en el número de perfiles desmina positivas no 
encontrándose diferencias significativas entre estos dos últimos grupos (fig. 28). 
 
        
Figura 30. Representación gráfica de los resultados cuantitativos de los núcelos marcados con  
MyoD y PCNA así como los perfiles desmina+ en los cuatro grupos. * Diferente 
significativamente con grupo RN; +Diferente significativamente con grupo RN+ExMd;  # 
Diferente significativamente con grupoRD. Los valores representan las medias±SD, n = 4 ratas 
por grupo. 
 
Evaluación de la respuesta miogénica en microscopía electrónica 
 
En el grupo RN todas las células satélites fueron observadas entre la lámina 
basal y la membrana plasmática de las fibras musculares y en ningún caso mostraron 
zonas de contacto con la fibra muscular ni tampoco hacían protrusión en la superficie. 
Todas se encontraban en situación de reposo y se caracterizaban por tener un núcleo 
heterocromático y un citoplasma escaso (fig. 31a). Las fibras musculares a las que se 
asociaban mostraban miofibrillas con sarcómeras bien organizadas y la disposición de 
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las mitocondrias entre las miofibrillas y en localizaciones subsarcolémica era la 
habitual. El retículo sarcoplásmico, aunque difícil de ver en muchas ocasiones, estaba 
intacto y los mionúcleos ocupaban su habitual posición subsarcolémica.  
 
Por el contrario, en el grupo RD sí observaron células satélites activadas, 
algunas de las cuales mostraban lo que parecían ser áreas o puntos de fusión que se 
correspondían con zonas de continuidad entre el citoplasma de la célula satélite con el 
sarcoplasma de la fibra muscular. El citoplasma era grande y contenía perfiles de 
retículo endoplásmico rugoso, ribosomas libres, polirribosomas y mitocondrias (fig. 
31b); a veces contenía aparato de Golgi y centriolos. La mayoría de las fibras 
musculares denervadas contenían miofibrillas adelgazadas con pérdida de 
miofilamentos, alteración del alineamiento y discreta desorientación.  
 
Figura 31. Micrografías electrónicas de secciones de músculo sóleo representativas de animales 
correspondientes a los grupos (a) RN, (b) RD, (c) RN+ExMd y RD+ExMd. (a) Célula satélite en reposo o 
quiescencia. (b-d) Células satélites activadas mostrando un aumento de la proporción citoplasma/núcleo.  
(a y c) 6600 x, (b) 8900 x, (d) 11500 x.  
 
La reacción de activación de las células satélites fue confirmada 
morfométricamente y se debió a un aumento significativo del citoplasma, lo que podría 
estar en buena relación con los perfiles desmina+ vistos en microscopía de luz. Con 
excepción del grupo RN, la activación ocurrió en todos los grupos, pero en ningún caso 
afectó a todas las células satélites observadas. Mientras que en el grupo RN el 40% 
mostraban rasgos ultraestructurales de activación, en los grupos RN+ExMd y 
RD+ExMd el porcentaje alcanzó al 58 y 61% respectivamente (figs. 31c y d).  
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En este último caso, es importante destacar que la respuesta de la población de 
células satélites dentro de un mismo músculo no fue homogénea ya que, mientras unas 
mostraban rasgos morfológicos de activación, otras presentaban características de 
reposo.  
 
Figura 32. Micrografía electrónica de músculo sóleo perteneciente al Grupo RD+ExMd. Obsérvese 
como en una pequeña área llegan a observarse hasta tres células satélites flechas 
.  
 
Figura 33. Frecuencia de células satélites en los cuatro grupos analizados. La proporción de células 
satélites es expresada como un porcentaje del total del número de núcleos identificados en las fibras 
musculares. * Significativamente diferente con el grupo RN; + significativamente diferente del grupo RN-
ExMd; significativamente diferente del grupo RD. Los valores se corresponden con las medias ± DS, n = 
4 ratas/grupo. 
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El estudio cuantitativo mostró, en comparación con el grupo NR, un incremento 
significativo del número de núcleos y mionúcleos por fibra similar en los tres grupos 
RN+ExMd (2.41±0.37 núcleos/fibra y 2.15±0.33 mionúcleos/fibra), RD (2.92±0.61 
núcleos/fibra y 2.54±0.41 mionúcleos/fibra) y RD+ExMdx (2.87±0.49 núcleos/fibra y 
2.30±0.45 mionúcleos/fibra). También la frecuencia de células satélites se vió 
incrementada en los tres grupos con respecto al control, aunque el aumento fue 
significativamente mayor para el grupo DR+DmEx (fig. 33). Sin embargo, no hubo 
correlación con el número de núcleos por fibra que se mantuvo estable, lo que puede ser 
explicado por las variaciones en el área de la fibra muscular.  
 
Sólo en los grupos tratados con extracto se observaron como los pericitos tenían 
un amplio citoplasma con organelas y mantenían su lámina basal, aunque, se 
encontraban claramente alejados del capilar. También fueron encontradas en el 
intersticio, células mononucleadas que recordaban a células satélites, con núcleo 
heterocromático y un escaso citoplasma con vesículas de micropinocitosis; sin embargo, 
aunque próximas a la fibra muscular, se encontraban aisladas y envueltas por completo 
por una lámina basal. También fueron vistas células junto a capilares que se 
encontraban muy próximas a la fibra muscular; curiosamente en su cara adyacente a 
ésta carecían de lámina basal, mientras que en la cara opuesta la mantenían (fig. 34). En 
otros casos, se vieron células mononucleadas que parecían estar siendo incorporadas a 
la fibra muscular, ya que ésta emitía prolongaciones citoplasmáticas a modo de 
pseudópodos (fig. 34). 
 
	
Figura 34. Micrografías electrónicas correspondientes al Grupo RD+ExMd. (a) Se observa 
proyecciones papilares de la fibra muscular que parecen “abrazar o atrapar” a una célula 
mononucleada (asterisco) que queda cubierta por la lámina basal (flechas), 8900 x. (b) Una 
célula muy próxima a la fibra muscular y a la vecindad de un capilar (cap); Nótese que en su 
cara externa está cubierta por lámina basal (inserto superior) mientras que carece de ella en la 
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Hipertrofia y atrofia muscular en ratas normales provocada por la 
administración de diferentes extractos musculares 
 
Conocer la respuesta de las fibras musculares y sus células satélites a los 
cambios que se establecen en el microambiente tisular es clave para mejorar las técnicas 
en medicina regenerativa e ingeniería tisular (White y Grounds, 2003, Cao et al., 2005). 
Uno de los modelos experimentales que permiten recrear el microambiente tisular en 
determinadas situaciones es el ensayo de extractos musculares tanto in vitro como in 
vivo. Extractos obtenidos de músculo aplastado (Chen y Quinn, 1992, Bischoff y 
Heintz, 1994, Bischoff, 1997, Cheng et al., 2005), de la regeneración de tritón (McGann 
et al., 2001), o a partir de extracto de matriz extracelular de músculo esquelético (Stern 
et al., 2009) estimulan la miogénesis o el control de la diferenciación de los mioblastos 
(Matsuoka y Inoue, 2008).  
 
Una de las situaciones que más dañan al músculo esquelético es la pérdida de su 
inervación motora. La maduración y propiedades de los músculos esqueléticos están 
moduladas por factores neurales y no neurales como potenciales de acción, actividad 
contráctil, y la mediación de sustancias neurotróficas conocidas y desconocidas (Hyatt 
et al., 2003, Hyatt et al., 2006). Cuando un músculo es denervado ocurren cambios, bien 
como resultado de demandas metabólicas alteradas o bien relacionados con el 
establecimiento de unas condiciones óptimas para la reinervación de las fibras 
musculares (Magnusson et al., 2005). De hecho, tras la denervación del músculo 
esquelético adulto se inicia una reactivación de la miogénesis (Borisov et al., 2001) que 
afecta a la actividad de las células satélites (Bornemann et al., 1999, Yoshimura y Harii, 
1999). Se desconoce si la denervación afecta a la actividad de las células satélites 
directamente o a través de factores que se difunden por el tejido liberados por las fibras 
musculares (Schmalbruch y Lewis, 2000, Ehrhardt y Morgan, 2005). 
 
Es por esto que un músculo con pérdida de su inervación motora puede, al 
menos en sus primeras fases, constituirse en una rica fuente de señales que puedan 
afectar tanto a fibras musculares y células satélites como a motoneuronas. En este 
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sentido, se ha comprobado que extractos de músculo esquelético contienen factores 
neurotróficos que promueven la supervivencia de motoneuronas in vitro (Valmier et al., 
1990, Comella et al., 1994). Asimismo, extractos obtenidos de músculo sóleo 
denervado tienen un efecto miotrófico in vivo sobre músculo sóleo de ratas normales 
que viene dado por la hipertrofia de fibras musculares y la formación de nuevas fibras 
(Jimena et al., 1993, Peña et al., 1995, Jimena et al., 1998).  
 
Sin embargo, la disrupción del control regulador motor y trófico del nervio 
también parece provocar respuestas diferentes en función del tipo de músculo. Por 
ejemplo, se sabe que en la denervación la atrofia es mucho más marcada en los 
músculos rápidos que en los músculos lentos (Dedkov et al., 2003) e incluso mientras 
que los músculos compuestos exclusivamente por fibras blancas se atrofian, los rojos se 
hipertrofian inicialmente (Bakou et al., 2014). Además, aunque se desconoce la razón, 
parece ser que la influencia neural sobre la diferenciación de las células satélites es 
mayor en los músculos rojos que en los blancos (Hyatt et al., 2006).  
 
Está bien establecida la heterogeneidad histológica y funcional de los músculos 
rojos y blancos, así como las diferencias de sus fibras musculares y células satélites en 
sus respuestas adaptativas al ejercicio (Darr y Schultz, 1987), envejecimiento (Carter et 
al., 2010), susceptibilidad a la lesión (Luque et al., 2015), regeneración postlesión 
(Bassaglia y Gautron, 1995), número (Gibson y Schultz, 1982), características 
morfométricas (Baranska et al., 1997) o potencial miogénico in vitro (Lagord et al., 
1998). Basándonos en estas diferencias entre músculos rojos y blancos, y concretamente 
en su reacción a la pérdida de inervación, nosotros pensamos que los efectos de 
extractos musculares obtenidos de músculo rojo o blanco y también la respuesta podrían 
ser diferentes.  
 
En el presente estudio analizamos si extractos obtenidos a partir de músculos 
sóleo (músculo típicamente rojo con un 85-100% de fibras lentas) y extensor digital 
largo (EDL) (músculo típicamente blanco con un 95% de fibras rápidas) normales y 
denervados tienen efectos similares sobre músculos sóleo y EDL de ratas normales. 
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Para nuestra sorpresa, mientras que los extractos obtenidos a partir de músculo sóleo 
provocaron una hipertrofia en ambos músculos, los extractos de músculo EDL 
indujeron atrofia sobre los músculos EDL, pero no sobre los músculos sóleos. 
 
Nuestro estudio mostró que extractos obtenidos de músculos denervados 
indujeron in vivo, en músculos esqueléticos normales, una respuesta de hipertrofia o 
atrofia según si el extracto hubiera sido obtenido de músculo sóleo o EDL 
respectivamente. Esto plantea que tras la sección del nervio, los diferentes tipos de 
músculos modificarían su microambiente tisular acumulando, entre otras, sustancias 
miotróficas o atróficas contenidas en los extractos. Estos resultados están en buena 
relación con el hecho de que existan factores neurales independientes de la actividad 
eléctrica que juegan un papel esencial en los procesos de miogénesis y crecimiento del 
músculo esquelético y que parecen diferir entre músculos lentos y rápidos (Hyatt et al., 
2003, Hyatt et al., 2006).  
 
Puesto que tanto los músculos sóleo como EDL respondieron con una hipertrofia 
y mayor respuesta miogénica cuando las ratas fueron tratadas con extractos obtenidos de 
músculo sóleo, parece evidente que son los factores contenidos en éste los responsables 
de esta repuesta. Es interesante señalar que extractos de músculo anterior latissimus 
dorsi ALD (músculo rojo) pero no de pectoralis major (músculo blanco) tienen un 
efecto estimulador sobre la miogénesis de mioblastos embrionarios de ambos músculos 
en cultivos celulares (Matsuda et al., 1983). Nuestra conclusión se ve reforzada por el 
hecho de que la propia respuesta a la denervación difiere entre músculos. Se ha 
demostrado que el músculo anterior latissimus dorsi y el músculo posterior latissimus 
dorsi (PLD, compuesto exclusivamente por fibras rápidas) privados de su inervación 
sufren diferentes modificaciones morfológicas: mientras que tras la denervación el 
músculo PLD se atrofia progresivamente, el músculo ALD se hipertrofia (Bakou et al., 
2014).  
 
Para nuestra sorpresa el músculo EDL, pero no el sóleo, respondió con una 
atrofia muscular cuando las ratas fueron tratadas con extractos de músculo EDL. En este 
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caso las diferencias deben de estar en relación con los rasgos específicos del tipo de 
músculo. Esto podría explicar las diferencias encontradas en las respuestas de los 
músculos sóleo y EDL a los extractos. Se ha señalado que los efectos miotróficos o 
atróficos de determinadas sustancias como factores de crecimiento pueden depender de 
las características metabólicas del músculo esquelético (Martin et al., 1996). Nuestro 
estudio revela una mayor susceptibilidad de las fibras tipo II. Curiosamente existen 
muchos datos que relacionan la atrofia con los músculos blancos; por ejemplo, la atrofia 
de fibras tipo II es uno de los cambios más frecuentes en patología muscular humana 
observándose en un gran número de trastornos o enfermedades diversas (Carpenter y 
Karpati, 2001). Asimismo los músculos rápidos sufren una mayor atrofia que los lentos 
tras la denervación (Bobinac et al., 2000, Dedkov et al., 2003) o en respuesta a la 
inanición  o enfermedad hepática (Weber et al., 1992). En esta línea no deja de ser 
llamativo que las motoneuronas que inervan a los músculos fast-twitch se afecten 
preferentemente en la esclerosis lateral amiotrófica conduciendo a una disminución del 
número de unidades motoras inervadas, mientras que esto no ocurre en el sóleo (Gordon 
et al., 2007). 
 
En consecuencia, esta mayor predisposición de los músculos blancos a la atrofia 
sugiere que los extractos obtenidos de músculo EDL contendrían factores capaces de 
inducir una atrofia. En nuestra opinión, esto es interesante ya que en nuestro estudio el 
tratamiento con los extractos se realizó a ratas normales, lo que plantea el importante 
papel que de por sí tendrían factores de tipo químico, no sólo en el desarrollo de la 
propia atrofia muscular, sino en las consecuencias indirectas sobre las motoneuronas.  
Se ha comprobado que extractos de músculo esquelético contienen factores 
neurotróficos que promueven la supervivencia de motoneuronas in vitro (Valmier et al., 
1990, Comella et al., 1994), pero también, se ha señalado que un defecto en la función 
neurotrófica  de la fibra muscular podría estar implicada en la muerte de las 
motoneuronas en la atrofia muscular espinal (Guettier-Sigrist et al., 2002). 
 
Puesto que el efecto tanto hipertrófico como atrófico de los extractos fue más 
potente cuando estos fueron obtenidos de músculos previamente denervados, resulta 
claro que la inervación debe de controlar la expresión de las sustancias o factores 
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incluidos en los extractos. Se sabe que ciertos rasgos del metabolismo muscular proteico 
se encuentran bajo regulación neural existiendo diferencias entre músculos rápidos y 
lentos en la rata (Guth y Watson, 1967) y que la denervación de un músculo esquelético 
conduce  a importantes cambios moleculares y bioquímicos (Magnusson et al., 2005) 
que pueden ayudar a entender los resultados obtenidos en nuestro estudio. Nuestros 
datos apuntan que en los procesos de atrofia e hipertrofia factores ligados a los tipos de 
músculos y controlados por la inervación, son muy importantes en el control de la 
maquinaria bioquímica que regula la masa muscular (Cassano et al., 2009). Después de 
la denervación ocurre un marcado incremento de los mRNAs de los factores reguladores 
de la miogénesis y sus correspondientes proteínas que juegan un papel determinante en 
los procesos miogénicos en el músculo esquelético (Buonanno et al., 1992, Hyatt et al., 
2003). Aunque existen discrepancias, varios estudios han comprobado que la expresión 
de los factores de transcripción  y de las proteínas de la familia MyoD  que se acumulan 
selectivamente en los diferentes tipos de músculos (Hughes et al., 1993) se alteran 
gradualmente tras la denervación  y de forma diferente en función del tipo de músculo 
(Voytik et al., 1993, Sakuma et al., 1999, Maier et al., 2002). En este sentido, es 
interesante que la expresión de miogenina parezca contribuir a la atrofia muscular 
inducida por denervación (Macpherson et al., 2011). También se sabe que la 
denervación regula, pero de una manera opuesta, los transcriptores de folistatina y 
miostatina implicadas en el crecimiento muscular (Armand et al., 2003). Es por esto que 
un músculo con pérdida de su inervación motora, al menos en sus primeras fases, 
constituye una rica fuente de señales que pueden afectar tanto a las motoneuronas como 
a las propias fibras musculares.  
 
En base a nuestras observaciones las células satélites parecen haber respondido a 
los extractos de músculo sóleo, pero no (o en menor medida) a los extractos de músculo 
EDL. Además, dado que la respuesta fue mayor para el músculo sóleo y para los 
extractos de músculo sóleo denervado se plantea que los músculos rojos deben de tener 
una mayor potencia miogénica. Se ha demostrado que la respuesta miogénica difiere 
entre ambos músculos tras la denervación, siendo mayor para el músculo EDL frente al 
sóleo, lo que parece estar en relación con una mayor dependencia de factores ligados al 
control neural en el músculo sóleo (Hyatt et al., 2006). Aunque no está claro por qué la 
influencia neural dependiente de la actividad sobre la diferenciación de las células 
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satélites es mayor en los músculos lentos que en los rápidos (Hyatt et al., 2006), 
nuestros resultados pueden apoyar este hecho. Al menos en nuestro modelo 
experimental, en presencia de una población intacta y funcional de células satélites, 
factores derivados de músculo sóleo denervado provocaron in vivo en los dos músculos 
estudiados un incremento en el tamaño de las fibras musculares y una respuesta 
miogénica mayor para músculo sóleo en comparación con el músculo EDL. Sin 
embargo, no debemos excluir que esta mayor respuesta también podría verse favorecida 
por el hecho de que el músculo sóleo dispone de un mayor número de células satélites 
(Gibson y Schultz, 1982) y de que son capaces de  diferenciarse antes que las derivadas 
de músculo EDL (Ono et al., 2010).  
 
Si las señales contenidas en el extracto activan a las células satélites, también 
podrían haber activado la diferenciación en otras poblaciones adicionales con 
potencialidad miogénica existentes en el músculo esquelético. La observación  de 
células desmina+, aisladas o en pequeños grupos, en el espacio intersticial hace pensar  
que esto ha ocurrido en nuestro experimento ya que todas las células intersticiales en 
músculo normal son negativas para desmina (Zhang y McLennan, 1994). También fue 
el músculo sóleo quien mostró un mayor número de estas células frente al músculo 
EDL, lo que sugiere que, al igual que ocurre con las células satélites el músculo sóleo, 
podría disponer de una población adicional de células miogénicas mayor que el músculo 
EDL. Esta posibilidad debe ser considerada ya que existen evidencias que demuestran 
que los pericitos representan una población con potencialidad miogénica en el músculo 
esquelético (Dellavalle et al., 2007, Dellavalle et al., 2011) y es bien conocido que el 
músculo sóleo posee una mayor densidad capilar que el EDL (Kubinova et al., 2001). 
Aunque en nuestro estudio no podemos concretar con qué tipo celular pueden 
corresponderse las células intersticiales desmina+, el análisis ultraestructural reveló 
datos morfológicos que pueden relacionarlas con pericitos, como son sus rasgos 
citológicos (con mayor o menor grado de desarrollo citoplasmático) y especialmente por 
encontrarse rodeadas por completo de una lámina basal y cerca de los vasos capilares. 
Células ultraestructuralmente similares a éstas, han sido también observadas en 
músculos denervados (de Maruenda y Franzini-Armstrong, 1978), en músculos de rata 
sometidos a doble trasplante (Mong, 1988), en biopsias de niños malnutridos (Hansen-
Smith et al., 1979) y en la enfermedad de Werdnig-Hoffmann en las que se propuso que 
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pudieran ser los precursores de células satélites (van Haelst, 1970). Actualmente, se 
insiste en que la posición yuxtavascular de las células satélites parece tener importantes 
implicaciones en la combinación de la angiogénesis y miogénesis en la regeneración 
(Christov et al., 2007, Mounier et al., 2011)  y como una fuente de suministro de nuevas 
células satélites (Dhawan y Rando, 2005). 
 
En conclusión, el presente estudio sugiere que la respuesta muscular de atrofia e 
hipertrofia depende, al menos en parte, de factores específicos contenidos en el tipo de 
músculo y que parecen estar controlados por su inervación. En nuestra opinión estos 
resultados, que muestran claras diferencias entre los músculos lento y rápido, pueden 
ser de importancia para intentar estimular la miogénesis en situaciones patológicas que 
afectan al músculo esquelético. Además, nuestro modelo también puede resultar útil 
para estudiar la activación miogénica de otras células diferentes a las células satélites ya 
que no altera la estructura del músculo como en otros modelos de lesión. 
 
DmEx promueve la recuperación de la atrofia mediante la activación de 
las células satélites 
 
Es muy importante conseguir estimular la miogénesis en pacientes afectados por 
patologías neurogénicas intrínsecas o traumáticas (Carraro et al, 2002). La célula 
satélite está considerada como la principal responsable de la respuesta miogénica en los 
procesos de crecimiento postnatal, hipertrofia y regeneración postlesión (Yablonka-
Reuveni, 2011), por lo que conocer su comportamiento e interacción con su entorno en 
situaciones como la degeneración-regeneración, hipertrofia y atrofia es fundamental 
para diseñar terapias en trastornos y lesiones neuromusculares (Machida y Booth, 2004; 
Kuang y Rudnicki, 2008; Gayraud-Morel et al, 2009; Bischoff y Franzini-Armstrong et 
al, 2004). Se sabe que uno de los factores que controlan la actividad de las células 
satélites es la inervación (Bischoff, 1990; Bornemann et al, 1999; Cornelison, 2008) y 
que tras la denervación del músculo esquelético adulto se inicia una reactivación de la 
miogénesis (Buonanno y Rosenthal, 1996; Borisov et al, 2001; Dedkov et al, 2001). 
Posiblemente este restablecimiento de las condiciones embrionarias hace que el 
músculo denervado sea un tejido muy activo tanto a nivel celular como molecular y que, 
aunque vaya disminuyendo su masa conforme avanza el tiempo postdenervación, los 
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músculos  mantengan cierta capacidad regenerativa (Carlson et al, 2002). Por tanto, un 
músculo denervado debe ser, al menos inicialmente, una rica fuente de señales que 
podrían activar precursores de células miogénicas, como también lo es el músculo 
regenerativo (De Angelis et al, 1999).  Esto explicaría la evidencia de miogénesis 
observada en biopsias humanas con atrofia muscular neurogénica (Doppler et al, 2008) 
y en modelos animales de atrofia muscular por denervación (Borisov et al, 2001; 
Carlson et al, 2002; Schmalbruch y Lewis, 1994; Carraro, 2002; Rodrigues y 
Schmalbruch, 1995) en las que es frecuente encontrar nuevas fibras musculares.   
 
No está claro si la denervación afecta transitoriamente a la actividad de las 
células satélites directamente o por factores liberados por las fibras musculares o desde 
el propio nervio lesionado (Kuschel et al, 1999; Bornemann et al, 1999, Yoshimura y  
Harii, 1999; Schmalbruch y Lewis, 1994; Ehrhardt y Morgan, 2005). Incluso se atribuye 
que un déficit de estos factores podría ser también responsable, al menos en parte, de 
una escasa disponibilidad de células satélites (Schmalbruch, 1990;  Jejurikar y 
Kuzon, 2003) o de su incapacidad para fusionarse con las fibras musculares, 
contribuyendo así a una regeneración abortiva en la postdenervación (Viguie et al, 
1997; Borisov et al, 2005).  
 
Por tanto, parece evidente que el músculo esquelético mantiene, al menos 
durante cierto tiempo, su capacidad regenerativa tras la pérdida de inervación, por lo 
que resulta muy importante buscar estrategias que aprovechen esta situación para 
estimular la capacidad miogénica en los músculos afectados. Recientemente, Van der 
Meer et al (2011) han señalado que cuando ocurren situaciones asociadas con la 
denervación es aconsejable comenzar el tratamiento de la atrofia tan pronto como sea 
posible, cuando el número de ribosomas y células satélites todavía es elevado y la 
atrofia a gran escala aún no se ha establecido. En estudios previos hemos mostrado que 
un extracto obtenido a partir de músculo denervado tiene efectos miotróficos sobre el 
músculo sóleo normal de rata (Jimena et al, 1993; 1998) y es capaz de activar a las 
células satélites (Peña et al, 1995). Por esta razón, hemos analizado la respuesta de las 
células satélites en músculo sóleo de ratas denervadas a corto plazo cuando son tratadas 
con extracto de músculo denervado. Nuestros resultados muestran evidencias que 
confirman que este extracto activa a parte de la población de células satélites y a células 
ubicadas en el espacio extracelular hacia la diferenciación miogénica promoviendo la 
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neoformación de fibras musculares. Interesantemente, esta respuesta miogénica se vió 
potenciada cuando el tratamiento se realizó a ratas denervadas, lo que podría explicarse 
por un efecto combinado de la propia denervación y el provocado por el extracto 
muscular sobre la población de células satélites. En nuestra opinión estas observaciones 
podrían ser de interés clínico ya que sugieren aplicaciones terapéuticas para tratar 
algunas patologías neuromusculares. 
 
Los resultados obtenidos en nuestro estudio son coherentes con estudios 
anteriores (Jimena et al, 1993; 1998; Peña et al, 1995) y apoyan el hecho de que la 
liberación de factores tróficos durante la denervación estaría implicada en la respuesta 
de activación de las células satélites. Sin embargo, no parece que los músculos del 
grupo NR+DmEx hayan estado expuestos a los mismos factores con los que se 
encuentra un músculo denervado. Aunque similares en la respuesta de las células 
satélites, la respuesta miogénica fue significativamente mayor para el grupo NR+DmEx 
frente al grupo DR; en este último grupo no se observaron células intersticiales 
desmina+ ni tampoco fibras pequeñas desmina+. Estas diferencias podrían explicarse 
porque las ratas del grupo DR fueron sacrificadas a los 10 días, mientras que el extracto 
muscular empleado fue obtenido a los 4 días de la sección del nervio. El tiempo   
postdenervación parece tener importancia en la potencialidad de recuperación muscular; 
nosotros hemos demostrado que el tiempo transcurrido entre la denervación y la 
obtención del extracto influye sobre el efecto miotrófico del extracto (Jimena et al, 
1998). También, la recuperación del músculo esquelético por reinervación tras la 
denervación, está dificultada cuando el período de ésta excede de 7 días ( Finkelstein  et 
al, 1993).  
 
El hecho de que el porcentaje de células satélites activadas fuese similar 
(alrededor de un 60%) en los dos grupos que recibieron el extracto sugiere que el factor 
o factores tróficos contenidos en el extracto: i. actúan de una manera similar sobre la 
población de células satélites, independientemente del estado de inervación del 
músculo, y ii. podrían haber activado a una población específica de células satélites. 
Está bien establecido que existen básicamente dos subpoblaciones o compartimentos, 
proliferativo y diferenciativo, (Kuschel et al, 1999; Rantanen et al, 1995) que parecen 
responden a señales diferentes (Tatsumi et al, 1998) . Puesto que no fueron vistos 
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núcleos PCNA+ ni mitosis de células satélites, se podría pensar que en el extracto sólo 
hubiera el compartimento diferenciativo.  
 
La observación ultraestructural de procesos de fusión en los grupos DR, 
NR+DmEx y DR+DmEx, indicaría la incorporación de la célula satélite a la fibra 
muscular a la que se asocian. Ha sido referido que un extracto de músculo de rata 
contiene factores específicos que incrementan significativamente la fusión de 
mioblastos donantes con las fibras musculares del huésped (Cheng et al, 2005). Puesto 
que las células satélites contribuyen como fuente de mionúcleos en el crecimiento 
postnatal e hipertrofia de las fibras musculares (Allen et al, 1999), su respuesta de 
activación debió estar ligada al efecto miotrófico del extracto. En el caso del grupo 
NR+DmEx los procesos de fusión de las células satélites contribuirían a la hipertrofia 
que induce el extracto sobre las fibras musculares (Jimena et al, 1993; Peña et al, 1995), 
mientras que en los grupos DR y DR+DmEx lo podemos interpretar como un  
mecanismo para compensar la pérdida mionuclear en las fibras atróficas (Schmalbruch 
y Lewis, 2000¸ McGeachie et al, 1989; Carlson, 2004; Borisov et al, 2005). En nuestro 
estudio fueron observados núcleos MyoD+ tanto asociados a fibras musculares como en 
intersticio; esto está en buena relación con el aumento de la expresión de MyoD en 
mionúcleos y células satélites durante la primera semana postdenervación y se interpreta 
como un intento de prevenir la atrofia muscular (Ishido et al, 2004). Por el contrario, 
otros autores señalan  que, por lo menos en un corto plazo, no hay pérdida de núcleos 
durante la atrofia en ratones (Gundersen y Bruusgaard, 2008).   Sin embargo, en nuestro 
caso el número de mionúcleos por fibra en los músculos del grupo DR no mostró un 
descenso, sino que por el contrario se encontraba significativamente incrementado con 
respecto al grupo NR. Esta discrepancia, puede ser explicada por la reducción en el 
tamaño de las fibras musculares que a los 10 días representó el 43% del tamaño de una 
fibra muscular normal. Otra posible explicación puede estar relacionada con el aumento 
en la frecuencia de células satélites a los 10 días (11,42%) en comparación con el 6% de 
células satélites que se encuentra en las fibras musculares normales. Estos datos están en 
buena relación con el incremento, desde un 4% a un 8%, que se establece en la 
población de células satélites tras 3-4 días postdenervación ( Viguie et al, 1997). 
 
Es importante señalar que, mientras que la respuesta miogénica en el grupo DR 
se limitó a la población de células satélites, en el grupo DR+DmEx esta respuesta fue 
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significativamente mayor, e incluyó además la aparición de células miogénicas y 
neoformación de fibras. La capacidad de que el microambiente de un músculo 
denervado sea un territorio adecuado para la miogénesis se apoya en muchos estudios. 
Se sabe que la denervación a corto plazo o aguda provoca una disrupción del tejido que 
da lugar a un aumento en el número de células satélites y células del intersticio, 
probablemente por la liberación de algún mitógeno (McGeachie, 1989; Murray y 
Robbins, 1982). Además, es relativamente frecuente encontrar fibras musculares de 
pequeño tamaño y  con rasgos tintoriales  de inmadurez, diferentes a las fibras atróficas, 
sugestivas de una respuesta miogénica en estudios experimentales de denervación 
muscular (Dedkov et al, 2001) o en biopsias musculares de pacientes con enfermedades 
neurogénicas ( Doppler et al, 2008).   
 
En nuestro caso, aunque en el grupo DR fue evidente un mayor número de 
núcleos, la presencia de ocasionales células intersticiales desmina+ y la ausencia de 
pequeñas neofibras indicó que la denervación había inducido una escasa diferenciación 
miogénica en la zona intersticial; esta aparente discrepancia puede explicarse porque la 
presencia de nuevas fibras o miotubos es vista en tiempos avanzados de denervación (	
Borisov et al, 2001; Dedkov et al, 2001), mientras que el período de denervación  en el 
grupo RD fue sólo de 10 días. Por el contrario, en los dos grupos de tratamiento con 
DmEx sí hubo presencia significativa de células intersticiales y pequeñas fibras 
musculares desmina+ (mayor en el grupo DR+DmEx) y confirmando que este tipo de 
extracto tiene capacidad para inducir la formación de nuevas fibras musculares (Peña et 
al, 1995). Aunque en el presente estudio no hemos empleado como control ratas 
inyectadas con extracto obtenido a partir de músculos normales, en estudios previos sí 
fue comprobado que, aunque estos tienen capacidad miotrófica ésta es 
significativamente menor a la del extracto de músculo denervado (Jimena et al, 1993; 
1998).  
 
En buena relación con lo referido en otros modelos experimentales (Tamaki et 
al, 2002a; 2002b) nuestro estudio ofrece evidencias morfológicas de que células 
ubicadas en el intersticio participaron en la génesis de nuevas fibras musculares. 
Aunque no podemos determinar con certeza el origen de las células miogénicas 
ubicadas en el espacio extracelular, diferentes tipos celulares están siendo implicados 
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como potenciales precursores de células musculares, sin excluir que los mioblastos 
intersticiales podrían derivar de las células satélites (Schultz, 1978; Lu et al, 1997; 
Collins et al, 2005). En cualquier caso, parece que el extracto empleado en nuestro 
estudio podría tener capacidad para estimular la diferenciación miogénica no sólo de las 
células satélites sino también de otras. Es interesante señalar que células madre 
derivadas de la médula ósea han sido inducidas a entrar en la línea miogénica cuando se 
cultivan con extractos de músculo lesionado, pero no con extractos de músculo normal 
(Santa Maria et al, 2004).  
 
De estos precursores con capacidad para contribuir en alguna medida a los 
procesos de crecimiento postnatal, hipertrofia y regeneración tras la lesión, los pericitos 
asociados a los capilares musculares, parecen ser una subpoblación de células madre 
(Peng y Huard, 2004; Peault et al, 2007; Otto et al, 2009) que pueden comprometerse 
hacia la línea miogénica como consecuencia de la influencia microambiental (Peng y 
Huard, 2004; Bianco y Cossu, 1999; Dellavalle et al, 2007). En este sentido, si 
consideramos que en nuestro modelo se combinan la respuesta miogénica inducida por 
la propia denervación y la provocada por el extracto, estaríamos ante una modificación 
“forzada” y “no natural” del microambiente tisular que podría actuar como señal 
reclutando otros tipos celulares para participar en la respuesta miogénica vista en el 
grupo DR+DmEx. Aunque nuestras observaciones no nos permiten confirmar que los 
pericitos estén participando en la respuesta miogénica inducida por el extracto en los 
dos grupos algunas de nuestras observaciones podrían apoyarlo. 
 
En el caso de una lesión focal, los pericitos pueden ser liberados de su posición 
vascular en respuesta a estímulos quimiotácticos, funcionando como células madre e 
inmunomoduladoras (Crisan et al, 2008). Hoy parece bien demostrada su contribución 
no sólo a los procesos regenerativos sino también como una posible fuente de 
repoblación de las células satélites (Dellavalle et al, 2007; 2011). De hecho, nuestras 
observaciones morfológicas son sugestivas de que el extracto habría estimulado a los 
pericitos.  Muchos de ellos se encontraron activados y separados o alejados de su 
posición habitual con los capilares, aunque manteniendo su lámina basal. También 
células de pequeño tamaño muy parecidas a células satélites, completamente separadas 
de la superficie de las fibras musculares y rodeadas por completo de lámina basal se 
vieron en los grupos tratados con extracto muscular. Células iguales a éstas en 
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morfología y localización han sido referidas en estudios clásicos que las relacionan con 
pericitos (van Haelst 1970;  de Maruenda y Franzini-Armstrong, 1978; Hansen-Smith et 
al, 1979). Igualmente se ha observado que en la denervación las células satélites pueden 
abandonar las fibras a las que se asocian mediante procesos de secuestración por 
invaginación de la lámina basal entre la célula satélite y la fibra muscular, o por 
mecanismos de migración atravesando la lámina basal y dirigiéndose al espacio 
endomisial (Borisov et al, 2005; Ontell, 1975; Laule y Bornemann, 2001). En nuestro 
caso parece incoherente que mientras unas células satélites activadas estén fusionándose 
con la fibra muscular, otras estuviesen abandonándola. Además, debería existir 
interposición de lámina basal entre las células satélites y la fibra muscular en el caso de 
que estuviese abandonándola, fenómenos que no han sido observados en nuestro 
estudio. Por tanto, otra posibilidad sería que se estuvieran incorporando a la fibra 
muscular.  
 
La incorporación de precursores miogénicos de origen exógeno a “posición 
satélite” se ha comprobado en diferentes experimentos (Bittner et al, 1999; Skuk et al, 
2002; Kuang et al, 2009). Se ha planteado la posibilidad, de que una subpoblación de 
células satélites podría abastecerse por la migración de células desde el intersticio o 
desde la circulación a ocupar una posición sublaminar (Dhawan y Rando, 2005). 
Nuestras observaciones en microscopía electrónica de células intersticiales con pérdida 
parcial de lámina basal y de proyecciones citoplasmáticas de la fibra muscular 
“envolviendo” a células mononucleadas, podrían interpretarse como sugestivas de una 
incorporación de precursores miogénicos exógenos.  
 
En resumen, los presentes hallazgos muestran claramente que el extracto 
obtenido de músculo sóleo denervado DmEx estimuló la respuesta miogénica a partir de 
la activación de células satélites, células ubicadas en intersticio y formación de nuevas 
miofibras, tanto en músculo inervado como en músculo denervado. Este efecto fue más 
potente sobre músculo denervado, lo cual podría tener implicaciones importantes para la 
potencial mejora de la miogénesis en diversas situaciones clínicas. Sin embargo, en el 
caso de músculos con pérdida de su inervación se debe tener en cuenta que la completa 
recuperación no llegaría a menos que las fibras nerviosas motoras puedan hacer 
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contacto funcional con las fibras musculares (Carlson et al, 2002a; Carlson et al, 2002b; 
Lu et al, 1997). 
	
	
Recientemente Xing et al (2015) han analizado la posible influencia de 
estimulación eléctrica sobre las células satélites en músculos denervados. En este 
sentido los autores encuentran que el incremento en la expresión de miosina 
embrionaria, el aumento de regeneración y el restablecimiento de la función muscular 
son el resultado de una mejora en la diferenciación de las células satélites por 
estimulación eléctrica. Si bien ellos encuentran un incremento de células Pax7+ y 
MyoD con la estimulación eléctrica en la lesión del nervio, sin embargo, pensamos que 
algunos de estos criterios de valoración no están bien fundamentos. En concreto ellos 
valoran el aumento de “fibras regeneradas (con núcleos centrales derivadas de células 
satélites nuevamente fusionadas)”; pero es bien conocido que en la denervación no 
existe regeneración (Grounds, 2014).  
 
Futuras líneas de trabajo 
	
Por tanto, en base a los resultados obtenidos, nuestro modelo experimental 
podría resultar útil para analizar la implicación de los pericitos en la regeneración 
muscular y la renovación del nicho de células satélites. En este sentido nos encontramos 
realizando un estudio que pretende monitorizar el comportamiento de los pericitos bajo 
condiciones de estimulación de la miogénesis mediante la utilización de extractos tanto 
de músculo denervado como lesionado (Giovanetti-González et al, 2017). Para ello 
emplea ratones de la cepa C57B/L6 modificados transgénicamente para expresar la 
proteína verde fluorescente GFP (green fluorescent protein) bajo el promotor de aSMA 
(utilizada como marcador de localización o para observar la progresiva cercanía y 
vecindad entre pericitos y células satélites durante el crecimiento postnatal (Birbrair et 
al, 2015; Kostallari, et al, 2015; Wong et al, 2015).  
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Los pericitos han demostrado poseer cualidades de célula madre, por lo que se 
piensa que puedan ser el precursor in vivo de las células madre mesenquimales (Crisan 
et al, 2012; Wong et al, 2015), si bien su diferenciación hacia líneas celulares 
mesenquimales o neurales dependerá del microambiente (Birbrair et al, 2013). El 
presente estudio analiza cambios microscópicos en la población de pericitos de músculo 
esquelético murino bajo condiciones que estimulan la miogénesis. Nuestra hipótesis 
plantea que extractos musculares obtenidos a partir de músculos denervados y músculos 
lesionados pueden activar a los pericitos hacia la línea miogénica en un músculo 
esquelético adulto (en ausencia de lesión) al modificar el microambiente tisular. Los 
resultados obtenidos ponen de manifiesto que, en nuestras condiciones experimentales, 
células fenotípicamente compatibles con pericitos incrementaron su número y además 
se activaron las células satélites que se diferenciaron hacia la línea miogénica. 
 
Nuestros hallazgos confirmaron resultados previos en relación al carácter 
miotrófico de extracto obtenido a partir de músculo denervado además de demostrar 
similar potencia en cuanto a dicha capacidad del extracto de músculo regenerativo. Por 
otro lado, revelaron que los extractos de músculos denervados y lesionados poseen 
capacidad para aumentar el número de células que expresan aSMA en un músculo 
normal. Puesto que las células marcadas se corresponden fenotípicamente con pericitos 
cabría plantearse que los factores incluidos en los extractos estimulasen la respuesta 
miogénica no sólo en la población de células satélites sino también en los pericitos. Es 
interesante señalar que algunos autores describen la presencia de aSMA como marcador 







Figura 35. (a) Grupo control. (b) Grupo vehículo. (c) Grupo ExMd. (d) Grupo ExMr. 
Obsérvese como el número de capilares teñidos es mayor en los grupos tratados con extracto. 
Fosfatasa alcalina (a, b, c y d) 10x. Figura xx. Células aSMA+ mostrando una marcada 
fluorescencia verde (GFP). (a, b, c y d) 20x.	Representación gráfica en box-plot que ilustra la 
distribución de las variables a estudio entre grupos. aSMA: alpha smooth musce actin; Ext: 
extracto. (Giovanetti et al, 2017). 
	
Este modelo podría resultar muy útil para esclarecer el papel de los pericitos en 
los procesos de crecimiento y regeneración del músculo esquelético. Además, estos 
resultados pueden ser de interés clínico, puesto que el reclutamiento de pericitos hacia la 

































1. El presente estudio sugiere que la hipertrofia y atrofia muscular depende, al 
menos en parte, de factores específicos contenidos en el tipo de músculo que 
parecen estar controlados por la inervación. Pensamos que esto es importante a 
la hora de intentar estimular la miogénesis en condiciones patológicas que 
afectan al músculo esquelético.  
 
2. Nuestros resultados demuestran que la administración parenteral de un extracto 
de músculo denervado promueve en un corto espacio de tiempo una respuesta 
miogénica en el músculo sóleo denervado de rata, lo cual facilita la recuperación 
de la atrofia. Esta respuesta se basa en la activación de las células satélites, 
células ubicadas en el intersticio y la formación de nuevas miofibras. 
 
3. Cabe destacar que, si bien esta respuesta fue de naturaleza similar en control y 
músculo denervado, el efecto de tamaño fue de magnitud mucho mayor en 
denervado vs músculo esquelético intacto. Sin embargo, cabe señalar que es 
posible que el efecto de los extractos sobre la atrofia muscular no puede ser 
sistémico ya que, tanto el efecto como la respuesta de los músculos normales, 
parecen diferir dependiendo del tipo de músculo. 
 
4. Estos hallazgos pueden tener implicaciones prácticas en la rehabilitación de 
problemas neuromusculares que requieren una mejora en la miogénesis. 
 
5. Nuestro modelo experimental puede resultar útil para estudiar la activación 
miogénica de otros tipos celulares diferentes a las células satélites ya que no 
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Summary. This study was conducted to determine the
effects of extracts obtained from both normal and
denervated muscles on different muscle types. Wistar
rats were used and were divided into a control group and
four experimental groups. Each experimental group was
treated intraperitoneally during 10 consecutive days with
a different extract. These extracts were obtained from
normal soleus muscle, denervated soleus, normal
extensor digitorum longus, and denervated extensor
digitorum longus. Following treatment, the soleus and
extensor digitorum longus muscles were obtained for
study under optic and transmission electron microscope;
morphometric parameters and myogenic responses were
also analyzed. The results demonstrated that the
treatment with normal soleus muscle and denervated
soleus muscle extracts provoked hypertrophy and
increased myogenic activity. In contrast, treatment with
extracts from the normal and denervated EDL had a
different effect depending on the muscle analyzed. In the
soleus muscle it provoked hypertrophy of type I fibers
and increased myogenic activity, while in the extensor
digitorum longus atrophy of the type II fibers was
observed without changes in myogenic activity. This
suggests that the muscular responses of atrophy and
hypertrophy may depend on different factors related to
the muscle type which could be related to innervation. 
Key words: Skeletal muscle, Hypertrophy, Atrophy,
Satellite cell, Denervated muscle extract
Introduction
Skeletal muscle properties and maturation are
modulated by both neural and non-neural factors, such
as action potentials, contractile activity, and the
mediation of known and unknown neurotrophic
substances (Hyatt et al., 2003, 2006). Changes occur
following denervation, either as a result of altered
metabolic demands or related to the establishment of
optimal conditions for the reinnervation of muscular
fibers (Magnusson et al., 2005). Therefore, a muscle
with loss of motor innervation may, at least in the early
stages, be a rich source of signals that can affect both
muscle fibers and satellite cells. In fact, following adult
skeletal muscle denervation myogenesis is reactivated
(Borisov et al., 2001) affecting satellite cell activity
(Bornemann et al., 1999; Yoshimura and Harii, 1999),
possibly via factors released by the muscle fibers that
diffuse through the tissue (Schmalbruch and Lewis,
2000; Ehrhardt and Morgan, 2005). Therefore, extracts
obtained from denervated soleus muscle have a
myotrophic effect in vivo on the soleus muscle of normal
rats manifest by muscular fiber hypertrophy and
formation of new muscle fibers (Jimena et al., 1993,
1998; Pena et al., 1995). Furthermore, it has been found
that skeletal muscle extracts contain neurotrophic factors
that promote the survival of motorneurons in vitro
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(Valmier et al., 1990; Comella et al., 1994).
Nevertheless, the disruption of nerve motor and
trophic control also appears to provoke different
responses depending on the muscle type. For example, it
is known that denervation atrophy is more pronounced in
fast-twitch muscle than in slow-twitch muscle (Dedkov
et al., 2003) and while muscles composed exclusively of
white fibers atrophy, red muscles initially hypertrophy
(Bakou et al., 2014). Furthermore, although the reason is
unknown, it appears that the neural influence on the
differentiation of satellite cells is greater in red muscle
than in white muscle (Hyatt et al., 2006). Based on these
differences between red and white muscle, and
specifically their reaction to loss of innervation, we
postulated that the effects of muscle extracts obtained
from red or white muscles as well as their responses
could differ.
In the present study, we analyze whether extracts
obtained from both normal and denervated soleus
muscle (typically red muscle with 85-100% slow-twitch
fibers) and normal and denervated extensor digitorum
longus (EDL) (typically white muscle with around 95%
fast-twitch fibers) have similar effects on the soleus and
EDL muscles in normal rats. Surprisingly, while the
extracts obtained from the soleus muscle provoked
hypertrophy in both muscles, the extracts from the EDL
induced atrophy in EDL muscles but not in soleus
muscles.
Materials and methods
Animals and research design
In this study a total of 80 Wistar rats (250-300 g
body weight) were used. The rats were housed in a
temperature controlled cage (24°C), maintained in a
light-dark cycle of 12-12 hours and had ad libitum
access to water and food. All procedures described in
this study regarding animal care and experimentation
were approved by the Bioethics Committee of the
University of Cordoba.
Twenty rats were divided in five groups: four
experimental groups and one control. Each experimental
group (n=4) was treated with a different type of muscle
extract obtained from normal soleus muscle (n-SOL-ex),
denervated soleus muscle (d-SOL-ex), normal EDL (n-
EDL-ex), or denervated EDL (d-EDL-ex). Normal rats
(n=4) without any type of intervention were used as a
control group.
Muscle extracts and treatment of rats
Sixty rats were used to obtain muscle extracts. To
obtain extracts from denervated muscle, the rats
underwent a complete bilateral transection of the sciatic
nerves (from which a 10 mm long segment was
extracted). The soleus and EDL muscles were excised 4
days post-denervation, as previous studies have found
that extracts obtained during this time period had a
greater effect (Jimena et al., 1998). The rats in each
experimental group were injected intraperitoneally (1
ml/day during 10 consecutive days) with the
corresponding type of extract. The method used to
obtain the extracts has been previously described
(Jimena et al., 1993). Briefly, the muscles were minced,
homogenized in PBS (4°C), centrifuged at 4,000 rpm (5
min) and filtered successively through 5 µm and 3 µm
Millipore filters; the resulting material was centrifuged
at 8,000 rpm (3 min) and the supernatant successively
filtered through 0.8 µm, 0.45 µm and 0.22 µm Millipore
filters.
The rats were sacrificed at the end of the
experimental protocol; each rat was first anaesthetized
with an intraperitoneal injection of 75 mg/kg of
Ketamine (Imalgene® 100 mg/ml, Merial Laboratories,
Lyon, France) and killed by decapitation. The soleus and
EDL muscles of both posterior limbs were excised and
the muscle belly obtained. These were sectioned,
mounted transversely on cork disks and frozen in
isopentane cooled by liquid nitrogen. A series of
transverse sections 8 μm thick were obtained in a
cryostat (Leica CM1850 UV). 
The sections were stained following standardized
procedures (Dubowitz and Sewry, 2007) with
hematoxylin-eosin (H-E), modified Gomori trichrome
for general morphological analysis, and acridine orange
(AO) in order to identify abundant RNA in the muscle
fibers. To identify fiber types, nicotinamide adenine
dinucleotide tetrazolium reductase (NADH-TR) and
adenosine triphosphatase (ATPase, pH 9.6) histo-
chemical methods were used. Immunostaining for
desmin was performed using a monoclonal antibody
(1:50, Desmin, DE-R-11, Dako, Denmark), incubated for
2 hours and visualized with the LSAB+System-HRP
(K0979, Dako, Denmark) following the manufacturer's
instructions. The expression of Desmin in cells
associated with muscle fibers was used as a marker of
satellite cell activation and to detect early activated
myogenic precursor cells in vivo (Lawson-Smith and
McGeachie, 1998).
Transmission electron microscopy
Small fragments were excised from each muscle and
were fixed by 24 hours immersion in 2.5% glutaral-
dehyde in phosphate buffer at pH 7.4. Next, the
fragments were washed in buffer and postfixed with 1%
OsO4. Following dehydration with acetones, the
fragments were embedded in araldite. Ultrathin sections
were obtained with an LKB 8800 Ultratome III
microtome, collected on copper grids and stained with
uranyl acetate and lead citrate. Sections were examined
using a Philips CM10 Transmission electron microscope
installed at the Central Research Support Service (SCAI,
University of Córdoba, Spain).
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Morphometric analysis
In each muscle, five fields (0.2 mm2 each) were
photographed at random at x200 magnification in order
to measure parameters of muscle fiber size (fiber cross-
sectional area and lesser diameter) and number of
fibers/area. Myofibrillar ATPase pH 9.6 staining was
used to measure the size of type I and II fibers in the
soleus muscle and NADH-tr stain was used to measure
the size of the type I, IIa and IIb fibers in the EDL.
Sections were photographed using a Sony Exwaved
HAD digital camera mounted on a Nikon Eclipse E1000
microscope (Nikon, Tokyo, Japan). Morphometric
analysis was performed using the image analysis
program Image-Pro Plus 6.0 (Media Cybernetics,
Bethesda, MA, USA).
To evaluate myogenic response, in sections stained
with antidesmin the following was recorded: number of
desmin+ activated satellite cells, mononuclear desmin+
cells, and desmin+ small muscle fibers. Two
independent investigators blind to the sample
identification performed all measurements and
quantifications. At least 300 fibers per muscle were
evaluated (2,400 fibers/group). 
Statistical analysis
Data are presented as mean ± standard deviation
(S.D.) of the mean for the 40 areas analyzed
encompassing the two muscles of all the animals in each
group. ANOVA analysis of variance was performed
followed by the Holm-Sidak test if data passed the
normality test, or the Dunn test for non-normal data.
Results
Control group
The organization and structure of the muscle fibers
were completely normal in both soleus and EDL muscles
in the normal rats, noting the considerable homogeneity
in the size of the fibers in the soleus muscle, whereas in
the EDL there were differences in size between 
fiber types (Fig. 1). In all cases the muscle fibers
demonstrated polygonal profiles with peripheral nuclei.
Ultrastructurally, the muscle fibers did not show any
type of change and sporadic unactivated satellite cells
were found.
Experimental groups
Effects of extract derived from the soleus muscle
The extracts obtained from both the normal and
denervated soleus muscles provoked a myotrophic effect
in both the soleus and EDL muscles. As shown by the
increase in cross-sectional area, lesser diameter and the
decrease in the number of fibers per area, both muscles
responded with hypertrophy of muscle fibers and there
were significant differences for these parameters relative
to the control (Tables 1, 2). Additionally, a myogenic
response consisting of muscle fiber neoformation and
activation with differentiation in both satellite cells and
cells located in the interstitial space was found with the
antidesmin stain and quantitatively confirmed (Tables 3,
4). However, this response was generally greater when
extract from denervated soleus was used compared with
extract from normal muscle, and the response was
always greater in the soleus muscle compared with the
EDL. 
The histological changes were common to both
types of muscle, but were always more pronounced in
the soleus muscle. With H-E the muscle fibers appeared
to have a normal appearance with the exception of a
higher number of nuclei. In some cases, a few were
observed to be surrounded by a basophilic cytoplasmic
halo protruding over the muscle fiber, which was very
suggestive of activated satellite cells (Fig. 2). Between
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Fig. 1. Control group. Normal histology of soleus (a) and EDL (b) muscles. H&E. x 20
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Fig. 2. d-SOL-ex group. a. Soleus muscle. Muscle fibers are large with an apparent increase in the number of nuclei; some of them are very large, have
a rounded morphology and are surrounded by a basophilic ring (arrows). b. EDL muscle. Muscle fibers are increased in size with no apparent changes
in the nuclei. H&E. x 40
Table 1. Effects of extracts derived from soleus muscles: histomorphometric changes in soleus muscles.
csfa type I (µm2) csfa type II (µm2) md type I (µm) md type II (µm) fibers/area
Control SOL 2744.60±606.73 2498.43±259.34 45.17±6.25 41.73±2.73 63.70±6.68
n-SOL-ex 3617.73±1059.49a 3176.17±572.48a 50.33±9.10a 50.92±6.52a 50.40±7.01a
d-SOL-ex 4024.52±983.62a,b 3681.21±589.86a,b 53.06±6.45a,b 53.38±6.25a 44.82±3.81a,b
csfa, cross-sectional fiber area; md, minor diameter; fibers/area, number of fibers/area. Values are mean ± SD. a: significant differences vs control
(P<0.05); b: significant differences vs n-SOL-ex (P<0.05).
Table 2. Effects of extracts derived from soleus muscles: histomorphometric changes in EDL muscles.
csfa type I (µm2) csfa type IIa (µm2) csfa type IIb (µm2) md type I (µm) md type IIa (µm) md tipo IIb (µm) fibers/area
Control EDL 1100.56±185.77 1973.51±330.58 3425.97±484.57 28.41±3.77 38.52±6.15 52.99±5.47 69.20±5.76
n-SOL-ex 1469.03±242.08a 2499.94±385.62a 4107.26±758.72a 33.86±4.42a 44.26±4.26a 58.26±8.07a 60.04±3.00a
d-SOL-ex 1396.22±230.90a 2321.07±288.12a 3771.51±316.74a,b 31.72±4.17a 43.19±2.59a 55.51±4.69a,b 61.00±2.34a
csfa, cross-sectional fiber area; md, minor diameter; fibers/area, number of fibers/area. Values are mean ± SD. a: significant differences vs control
(P<0.05); b: significant differences vs n-SOL-ex (P<0.05).
Table 3. Effects of extracts derived from soleus muscles: myogenic
response in soleus muscles.
Nuclei/fiber Desmin+ SC Desmin+ IC Desmin+ SF
Control SOL 1.54±0.14 0.16±0.06 0.16±0.10 0.23±0.09
n-SOL-ex 2.88±0.27a 3.29±0.40a 1.12±0.30a 0.91±0.15a
d-SOL-ex 2.99±0.20a 3.56±0.37a 1.90±0.45a,b 1.20±0.26a
Nuclei/fiber, number of nuclei / fiber; Desmin+ SC, positive satellite cells
for desmin; Desmin+ IC, positive interstitial cells for desmin; Desmin+
SF, positive small fibers for desmin. Values are mean ± SD. a:
significant differences vs control (P<0.05); b: significant differences vs n-
SOL-ex (P<0.05).
Table 4. Effects of extracts derived from soleus muscles: myogenic
response in EDL muscles.
Nuclei/fiber Desmin + SC Desmin+ IC Desmin+ SF
Control EDL 1.58±0.14 0.20±0.07 0.13±0.07 0.10±0.05
n-SOL-ex 2.11±0.15a 0.72±0.11a 0.32±0.10a 0.59±0.09a
d-SOL-ex 2.38±0.29a 0.82±0.17a 0.35±0.11a 0.42±0.18a
Nuclei/fiber, number of nuclei / fiber; Desmin+ SC, positive satellite cells
for desmin; Desmin+. IC, positive interstitial cells for desmin; Desmin+
SF, positive small fibers for desmin. Values are mean ± SD. a:
significant differences vs control (P<0.05); b: significant differences vs n-
SOL-ex (P<0.05).
the muscle fibers, small basophilic fibers were observed
occupying the edges of the muscle bundles. With AO
stain, the periphery of the muscle fibers was outlined
with intense orange fluorescence and a higher number of
nuclei were also evident (Fig. 3); the small fibers also
showed an intense orange fluorescence. No
cytoarchitectural changes were observed with
histochemical stains, even in the percentage of fiber
types (Figs. 4, 5).
The immunohistochemical stain with desmin
revealed the presence of desmin+ peripheral profiles
suggestive of activated satellite cells, desmin+
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Fig. 3. d-SOL-ex group. a. Soleus muscle. Muscle fibers exhibit orange fluorescence at the periphery with an obvious greater number of nuclei (yellow
fluorescence). b. EDL muscle. Note that the increase in the orange fluorescence and in the number of nuclei is smaller compared with the soleus
muscle. Acridine orange. x 40
Fig. 4. a. Control group.
Soleus muscle. Cross section
stained with myosin ATPase
at pH 9.6 showing the type I
(light) and type II fibers (dark).
b. d-SOL-ex group. Soleus
muscle. Note that compared
with the previous image, the
muscle fibers are larger in
size and apparently there is
no change in fiber type. x 10
mononuclear cells isolated or grouped in the interstitial
space, and also desmin+ small muscle fibers (Fig. 6).
The latter demonstrated basophilia with H-E and
fluorescent orange with AO staining.
Analysis with electron microscope confirmed the
observations made with light microscopy. Many muscle
fibers showed a subsarcolemmic space that was enlarged
and occupied by numerous ribosomes. The myofibrillar
organization was preserved with the exception of some
small areas of myofibrillar disruption. Activated satellite
cells were also found, correlating well with that
observed with light microscopy; protruding over the
muscle fiber surface and demonstrating increased
cytoplasm with mitochondria and abundant ribosomes
(Fig. 7). There was no morphological evidence that these
cells crossed the basal lamina
In the vicinity of the muscle fibers, mononucleated
cells similar to satellite cells were found, although they
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Fig. 6. d-SOL-ex group. Soleus muscle. Arrows indicate: peripheral increase of immunolabelling with desmin antibody, probably corresponding to
activated satellite cells (a), a group of several desmin + cells located in the perimisial space (b) and two desmin + small muscle fibers (c). x 40
Fig. 5. a. Control group. EDL
muscle. Different muscle fibre
types can be identified by
histochemical staining for
NADH-tr type I (high oxidative)
appear dark, type IIb fibers
(low oxidative) appear light
and type IIa appear
intermediate. b. d-SOL-ex
group. EDL muscle.
Apparently the size and
proportion of fiber types are
very similar to the previous
image. x 10
were completely surrounded by a basal lamina (Fig. 8);
some of them had a more developed cytoplasm
containing organelles (Fig. 8b). It was remarkable that
many pericytes showed a developed cytoplasm, and
were separated considerably from the capillary wall (Fig.
9). We also found, alongside capillaries, small muscle
fibers with ultrastructural features of neoformation:
euchromatic nucleus, ribosomes, mitochondria and
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Fig. 7. d-SOL-ex group. a. Soleus muscle. A satellite cell activated with a large cytoplasm makes a protrusion at the surface of a muscle fiber. b. EDL
muscle. Mildly activated satellite cell. a, x 5,200; b, x 3,900
Fig. 8. d-SOL-ex group. a. Soleus muscle. Mononuclear cell with very little cytoplasm and completely surrounded by basal lamina. b. EDL muscle.
Mononuclear cells with abundant cytoplasm containing ribosomes, mitochondria and rough endoplasmic reticulum; it is surrounded by a basal lamina. 
x 6,610
incipient myofibrils (Fig. 10).
Effects of extract derived from the EDL muscle
When EDL muscle extracts were utilized, the soleus
and the EDL muscles responded differently. The soleus
muscle, when treated with normal EDL extract,
underwent hypertrophy of the type I fibers and showed a
myogenic response (Tables 5, 7). However, treatment
with denervated EDL extract resulted in atrophy of type
II fibers and there was no myogenic response (Tables 5,
7).
The EDL muscle, when treated with normal EDL
extract, suffered atrophy of the type IIa and IIb fibers
and no myogenic response was observed. Treatment
with denervated EDL extract resulted in atrophy of all
fiber types and again no myogenic response was
observed (Tables 6, 8).
The decrease in size appeared to affect the fibers as a
whole, as no zones of varying size were found, the fibers
exhibited a round profile, and no angulated atrophic
fibers were seen. However, alteration of the staining
pattern with NADH-tr was evident, with the presence of
zones lacking enzymatic activity giving the fibers a
moth-eaten aspect (Fig. 11). Ultrastructurally, in some
fibers a distortion of the myofibrillar pattern (Fig. 12)
and some pyknotic nuclei were observed. 
Desmin immunostaining revealed no findings
suggestive of myogenic response (Fig. 13). The satellite
cells were observed to be inactive (Fig. 14) and no
mononuclear cells surround by basal membrane, similar
to those seen in the animal muscles treated with soleus
and normal EDL extracts, were seen.
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Table 5. Effects of extracts derived from EDL muscles: histomorphometric changes in soleus muscles.
csfa type I (µm2) csfa type II (µm2) md type I (µm) md type II (µm) fibers/area
Control SOL 2744.60±606.73 2498.43±259.34 45.17±6.25 41.73±2.73 63.70±6.68
n-EDL-ex 3577.53±776.59a 2833.66±538.75 50.28±8.71a 44.00±6.42 49.26±3.99a
d-EDL-ex 2856.06±1195.61b 1766.66±375.67a,b 45.70±10.95b 35.55±5.73a,b 61.56±4.38b
csfa, cross-sectional fiber area; md, minor diameter; fibers/area, number of fibers/area. Values are mean ± SD. a: significant differences vs control
(P<0.05); b: significant differences vs n-EDL-ex (P< 0.05).
Table 6. Effects of extracts derived from EDL muscles: histomorphometric changes in EDL muscles.
csfa tipo I (µm2) csfa tipo IIa (µm2) csfa tipo IIb (µm2) md tipo I (µm) md tipo IIa (µm) md tipo IIb (µm) fibers/area
Control EDL 1100.56±185.77 1973.51±330.58 3425.97±484.57 28.41±3.77 38.52±6.15 52.99±5.47 69.20±5.76
n-EDL-ex 1031.59±211.96 1740.57±355.37a 2526.59±367.55a 28.49±4.09 35.02±3.51a 45.86±4.34a 93.40±3.05a
d-EDL-ex 995.67±311.84b 1701.48±232.08a,b 2647.60±370.78a,b 27.26±4.64b 35.90±4.25a,b 45.80±5.86a,b 92.20±7.15a,b
csfa, cross-sectional fiber area; md, minor diameter; fibers/area, number of fibers/area. Values are mean ± SD. a: significant differences vs control
(P<0.05); b: significant differences vs n-EDL-ex (P<0.05).
Fig. 9. d-SOL-ex group. Soleus muscle. Mononuclear cells surrounded
by basal lamina next to a capillary, suggesting that it is a pericyte. Note
that it contains a highly developed cytoplasm with mitochondria,
ribosomes and rough endoplasmic reticulum. x 6,610
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Table 8. Effects of extracts derived from EDL muscles: myogenic
response in EDL muscles.
Nuclei/ fiber Desmin + SC Desmin+ IC Desmin+ SF
Control EDL 1.58±0.14 0.20±0.07 0.13±0.07 0.10±0.05
n-EDL-ex 1.53±0.16 0.24±0.09 0.11±0.06 0.12±0.04
d-EDL-ex 1.49±0.18b 0.21±0.13b 0.14±0.11b 0.11±0.06b
Nuclei/fiber, number of nuclei / fiber; Desmin+ SC, positive satellite cells
for desmin; Desmin+ IC, positive interstitial cells for desmin; Desmin+
SF, positive small fibers for desmin. Values are mean ± SD. a:
significant differences vs control (P<0.05); b: significant differences vs n-
EDL-ex (P<0.05).
Fig. 10. d-SOL-ex group. Soleus muscle. a, b. Representative images of small muscle fibers located next to capillaries. These fibers contain incipient
myofibrils and euchromatic nuclei. x 2,950
Table 7. Effects of extracts derived from EDL muscles: myogenic
response in soleus muscles.
Nuclei/ fiber Desmin+ SC Desmin+ IC Desmin+ SF
Control SOL 1.54±0.14 0.16±0.06 0.16±0.10 0.23±0.09
n-EDL-ex 2.02±0.38a 3.27±0.51a 1.24±0.40a 0.78±0.21a
d-EDL-ex 1.52±0.15b 0.17±0.08b 0.18±0.09b 0.21±0.10b
Nuclei/fiber, number of nuclei / fiber; Desmin+ SC, positive satellite cells
for desmin; Desmin+ IC, positive interstitial cells for desmin; Desmin+
SF, positive small fibers for desmin. Values are mean ± SD. a:
significant differences vs control (P<0.05); b: significant differences vs n-
EDL-ex (P<0.05).
Fig. 11. d-EDL-ex group. a. Soleus muscle. Apparently normal muscle fibers, although some of them contain small areas with oxidative activity loss
(arrows). b. EDL muscle. Compared with Figure 5a muscle fibers are smaller and some fibers show irregular absence of oxidative enzyme activity
(arrows). NADH-tr. x 10
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Fig. 12. d-EDL-ex group. a. Soleus muscle. Small area with myofibrils disruption (arrows). b. EDL muscle. Extensive Z disks streaming and
disintegration of myofibrils. x 5,000
Fig. 13. d-EDL-ex group. Desmin immunostaining revealed no changes in soleus (a) or EDL muscle (b). x 40
Fig. 14. d-EDL-ex group. Representative images of innactive satellite cells in soleus (a) and EDL muscles (b). a, x 5,200; b, x 6,610
Discussion
The heterogeneity of muscle fibers and the satellite
cells of red and white muscles is well established
(Gibson and Schultz, 1982; Armstrong and Phelps,
1984; Baranska et al., 1997; Lagord et al., 1998) as are
the different responses to diverse physiologic and
pathologic situations (Darr and Schultz 1987; Bassaglia
and Gautron, 1995; Lagord et al., 1998; Carter et al.,
2010; Luque et al., 2015). In our study we demonstrated
that extracts obtained from denervated muscles induced
in vivo a hypertrophic or atrophic response in normal
skeletal muscle, depending on whether the extract was
obtained from the soleus or EDL respectively. This
suggests that after nerve section the different types of
muscles modify their tissue microenvironment
accumulating the substances contained in the extracts.
These results are consistent with the existence of neural
factors that, independent of electrical activity, play a role
in the myogenic and skeletal muscle growth processes
and that appear to differ between fast- and slow-twitch
muscles (Hyatt et al., 2003, 2006). 
Given the hypertrophic and greater myogenic
responses in both the soleus and the EDL muscles when
treated with extract obtained from the soleus, it is
evident that the factors contained in this muscle are
those responsible for this response. It is interesting to
note that extracts from the anterior latissimus dorsi ALD
(red muscle) but not the pectoralis major PM (white
muscle) have a stimulatory effect on the myogenesis of
embryonic myoblasts of both muscles in cell cultures
(Matsuda et al., 1983). Our conclusion is further
strengthened by the fact that the response to denervation
differs between muscles. It has been shown that the
anterior latissimus dorsi and the posterior latissimus
dorsi PLD (white muscle) undergo different
morphologic modifications when deprived of their
innervation, whereas the PLD muscle progressively
atrophies post denervation, and the ALD muscle
hypertrophies (Bakou et al., 2014).
To our surprise, the EDL muscle, but not the soleus,
responded with muscular atrophy when the rats were
treated with EDL muscle extract. In this case, the
differences must be related to the characteristics specific
to the muscle type. This could explain the differences
found in the responses of the soleus and EDL muscles to
the extracts. It has been proposed that the myotrophic or
atrophic effects of certain substances, such as growth
factors, may depend on the metabolic characteristics of
skeletal muscle (Martin et al., 1996). Our study reveals a
greater susceptibility of type II fibers. Generally, atrophy
processes affect white muscle more; for example, the
atrophy of type II fibers is one of the most frequent
changes observed in human muscle pathology in a large
number of different diseases and disorders (Carpenter
and Karpati, 2001). Similarly, white muscle undergoes
greater atrophy than red muscle following denervation
(Bobinac et al., 2000; Dedkov et al., 2003) or in
response to starvation or hepatic disease (Weber et al.,
1992). It is striking that the motorneurons that innervate
white muscles are preferentially affected in amyotrophic
lateral sclerosis, whereas this does not occur in the
soleus (Gordon et al., 2007).
Given that both the hypertrophic and atrophic effects
of the extracts were greater when they were obtained
from denervated muscle, it is clear that innervation must
control the expression of the factors present in the
extract. It is known that certain characteristics of muscle
protein metabolism are under neural control, with
differences between fast- and slow-twitch muscles (Guth
and Watson, 1967), and that the denervation of a skeletal
muscle leads to significant molecular and biochemical
changes (Magnusson et al., 2005). Following
denervation, a marked increase occurs in the mRNAs of
the myogenesis regulatory factors and their
corresponding proteins that play a key role in skeletal
muscle myogenic processes (Buonanno et al., 1992;
Hyatt et al., 2003).
In our study, satellite cells appear to have responded
to the soleus muscle extract, but not to the EDL muscle
extract. Furthermore, as the response was greater for the
soleus muscle and for the denervated soleus muscle
extracts, this suggests that red muscle must have greater
myogenic potency. It has been shown that the myogenic
response differs between both muscles following
denervation, which appears to be related to a greater
reliance on factors linked to neural control in the soleus
muscle (Hyatt et al., 2006). However, it is not clear why
the activity-dependent neural influence on the
differentiation of satellite cells is greater in slow-twitch
than in fast-twitch muscles (Hyatt et al., 2006) and our
results may support this fact. At least in our model, in an
intact and functional satellite cell population, factors
derived from denervated soleus muscle provoked in vivo,
in the two muscles studied, an increase in the size of the
muscle fibers and a greater myogenic response in the
soleus muscle compared with the EDL. However, we
should not exclude that the increased response could also
be facilitated due to the greater number of satellite cells
in the soleus muscle (Gibson and Schultz, 1982) and
their capability to differentiate earlier than those derived
from EDL muscle (Ono et al., 2010).
If the signals contained in the extract activate
satellite cells, they may also have activated the
differentiation of other additional populations with
myogenic potential existing in skeletal muscle. The
observation of desmin+ cells, isolated or in small groups,
in the interstitial space suggests that this occurred in our
experiment, as all interstitial cells in normal muscle are
negative for desmin (Zhang and McLennan, 1994).
Given that the soleus muscle demonstrated a higher
number of these cells compared with the EDL, this
suggests that the soleus muscle may have an additional
population of myogenic cells larger than that of the
EDL. This possibility should be considered, as there is
evidence that demonstrates that pericytes represent a
population in skeletal muscle with myogenic capacity
(Dellavalle et al., 2007, 2011). Furthermore, it is known
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that the soleus muscle has a higher capillary density than
EDL (Kubinova et al., 2001). Ultrastructural analysis
showed morphological characteristics that correspond
with pericytes, such as their cytological features, being
completely surrounded by basal lamina and their
location near capillaries. Cells ultrastructurally similar to
these have been observed in denervated muscle (de
Maruenda and Franzini-Armstrong, 1978), in muscle
grafts regrafted into their own beds (Mong, 1988), in
biopsies of malnourished children (Hansen-Smith et al.,
1979), and in Werdnig-Hoffman's disease (van Haelst,
1970). Currently, emphasis is placed on the
yuxtavascular position of the satellite cells (Christov et
al., 2007; Mounier et al., 2011) and as a source of supply
of new satellite cells (Dhawan and Rando, 2005).
In conclusion, the present study suggests that
muscular atrophic and hypertrophic responses depend, at
least in part, on the specific factors contained in the
muscle type which appear to be controlled by its
innervation. We believe that these results may be
important to try to stimulate myogenesis in pathological
conditions that affect skeletal muscle. Additionally, our
model may also be useful to study the myogenic
activation of other cells, different from satellite cells, as
it does not alter the muscle structure as in other models
of injury.
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Abstract
Background: The objective of the present study was to determine whether a denervated muscle extract (DmEx) could stimulate satellite cell
response in denervated muscle.
Methods: Wistar rats were divided into 4 groups: normal rats, normal rats treated with DmEx, denervated rats, and denervated rats treated with
DmEx. The soleus muscles were examined using immunohistochemical techniques for proliferating cell nuclear antigen (PCNA), desmin, and
myogenic differentiation antigen (MyoD), and electron microscopy was used for analysis of the satellite cells.
Results: The results indicate that while denervation causes activation of satellite cells, DmEx also induces myogenic differentiation of cells
localized in the interstitial space and the formation of new muscle fibers. Although DmEx had a similar effect in nature on innervated and
denervated muscles, this response was of greater magnitude in denervated vs. intact muscles.
Conclusion: Our study shows that treatment of denervated rats with DmEx potentiates the myogenic response in atrophic denervated muscles.
© 2017 Production and hosting by Elsevier B.V. on behalf of Shanghai University of Sport. This is an open access article under the CC BY-NC-ND
license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
Keywords: Muscle atrophy; Muscle denervation; Muscle extract; Myogenic response; Satellite cell; Skeletal muscle
1. Introduction
Achieving the stimulation of myogenesis in patients with
neurogenic disorders, both intrinsic and traumatic, remains an
important challenge.1 Satellite cells are considered to be pri-
marily responsible for the myogenic response in postnatal
growth, hypertrophy, and postinjury regeneration.2 For this
reason efforts are directed to stimulate these cells to, for
example, delay sarcopenia and enhance, in various clinical situ-
ations, muscle regeneration or recovery of muscle atrophy.
Therefore, to know the behavior and interaction of these cells
with their environment in these situations is essential to the
design of therapies for injuries and neuromuscular disorders.3–5
It is known that one of the factors that controls satellite cell
activity is innervation6–9 and that reactivation of myogenesis is
initiated following denervation of adult skeletal muscle.10–12
This re-establishment of embryonic conditions potentially
causes denervated muscle to be very active at both the cellular
and molecular level and although the corresponding muscle
mass decreases with time post-denervation, the muscles con-
serve a certain recovery capacity.13 In this context, a denervated
muscle should be, at least initially, a rich source of signals to
activate myogenic cell precursors, as it is also regenerates
muscle.14 This hypothesis would explain the evidence for
myogenesis observed in both human biopsies with neurogenic
muscular atrophy15 and animal models of muscular atrophy due
to denervation,11,13,16–18 where new muscular fibers are fre-
quently found. It is not clear whether denervation transiently
affects satellite cell activity directly via factors liberated from
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the muscle fibers or from the nerve injury itself.7,19–22 A deficit
of these factors has been proposed as possibly being respon-
sible, at least in part, for a limited availability of satellite
cells23,24 or for their incapacity to fuse with muscle fibers, which
contributes, in this way, to an abortive restorative response.25,26
Therefore, it is clear that skeletal muscle maintains, at least
for a certain period of time, its ability to restore after the loss of
innervation. This finding is important to the search for strate-
gies that take advantage of this situation to stimulate myogenic
capacity and enhance the rehabilitation of affected muscles.
Recently van der Meer et al.27 reported that when conditions
associated with denervation occur, it is advisable to commence
treatment of atrophy as early as possible while the number of
ribosomes and satellite cells remain elevated and full-scale
atrophy has not yet been established. We have demonstrated in
previous studies that an extract obtained from denervated
soleus muscle has myotrophic effects on normal soleus muscles
in rats,28,29 which promotes the activation of satellite cells.30,31
However, it remains to be established whether similar effects
also occur in short-term denervated muscles.
The purpose of this study was, therefore, to examine the
satellite cell response in short-term denervated rat soleus
muscle when treated with extract from denervated soleus
muscle. It was hypothesized that the combination of denerva-
tion and treatment with denervated muscle extract (DmEx)
could enhance the response of satellite cells in these muscles.
Our findings could be of clinical interest as they suggest thera-
peutic applications in various neuromuscular pathologies.
2. Materials and methods
2.1. Animals and experimental design
In this study a total of 46 male Wistar rats (approximately 60
days old and weighting 250–300 g) were used. The rats were
housed in temperature controlled boxes (24°C) with a light-
dark cycle of 12–12 hours and fed ad libitum. All procedures
described in this study were approved by the Bioethics Com-
mittee of the University of Cordoba.
Sixteen rats were divided into 4 groups of 4 rats each: (1) a
control group of normal rats (NR); (2) a group of denervated
rats (DR) subjected to bilateral transection of sciatic nerves;
(3) a group of normal rats treated with DmEx (NR + DmEx);
(4) and a group of denervated rats treated with DmEx
(DR + DmEx). In the groups NR + DmEx and DR + DmEx, the
rats were injected intraperitoneally with 1 mL of extract for 10
consecutive days; in the latter group, the treatment began imme-
diately following denervation. This treatment period was
chosen based on the fact that during this time the denervated
muscle is in a more favorable biological situation to be recov-
ered from atrophy.27,32 The rats into the two control groups (NR
and DR) were injected intraperitoneally with 1 mL of physi-
ological saline solution over the same experimental period.
2.2. Denervated muscle extract
The remaining 30 rats in the study were used to obtain
DmEx as previously described.28 All the rats underwent com-
plete bilateral transection of the sciatic nerves (from which a
10-mm long segment was extracted). Both soleus muscles were
excised 4 days post-denervation, as previous studies had found
that extracts obtained during this time period had a greater
myotrophic effect.29 Briefly, the muscles were minced, homog-
enized in PBS (4°C), centrifuged at 4000 rpm (5 min), and
filtered successively through 5 µm and 3 µm Millipore filters
(White GSWP 25 mm, Bedford MA, USA); the resulting
material was then centrifuged at 8000 rpm (3 min) and the
supernatant successively filtered through 0.8 µm, 0.45 µm, and
0.22 µm Millipore filters.
2.3. Tissue preparation
One day after the last treatment dose, rats were anesthetized
with an intraperitoneal injection of 75 mg of Ketamine (Imalgene
100 mg/mL, Merial Laboratories, Lyon, France) and killed by
decapitation. Soleus muscles of both limbs were excised and
the muscle belly was mounted transversely and rapidly frozen
in isopentane cooled by liquid nitrogen. Transverse serial sec-
tions, 8-µm thick, were obtained in a cryostat at −20°C, and
stained with hematoxylin-eosin for general histologic examina-
tion and acridine orange (AO) to identify regenerative or newly-
formed fibers.33 Additional sections were immunohistochemically
stained with primary antibodies specific against desmin (1:50,
Desmin, DE-R-11, Dako, Golstrup Denmark), which are used
as a marker of activated myogenic precursor cells in the early
phases;34,35 myogenic differentiation antigen (MyoD) (1:50; Dako
Golstrup), which is used for labeling activated satellite cells;20
and proliferating cell nuclear antigen (PCNA) (1:100; Dako),
which is used as a marker for dividing cells.35 The reaction
product was visualized using the biotin-avidin peroxidase method
(K0679; Dako). Negative controls were performed in parallel
without primary antibodies. Nuclei counterstaining was per-
formed with Mayer’s hematoxylin.
Small muscle fragments were fixed in 2.5% glutaraldehyde
during 24 h. Samples were post-fixed in 1% osmium tetroxide,
dehydrated with acetones, and embedded in araldite. Ultrathin
sections 60-nm thick were obtained in an ultramicrotome, stained
with uranyl acetate and lead citrate, and examined using a
Philips CM10 Transmission electron microscope (Central
Research Support Service, SCAI, University of Cordoba, Spain).
2.4. Morphometric analysis
Histologic and immunohistochemical sections were photo-
graphed with a Nikon Eclipse E1000 microscope (Nikon,
Tokyo, Japan) that incorporated a Sony DXC-990P color video
camera (Sony, Tokyo, Japan) and images were transferred to a
computer equipped with the image analysis software Image-Pro
Plus 6.0 (Media Cybernetics, Bethesda, MA, USA). Five fields
per section were randomly photographed at 200 × magnifica-
tion (157,500 µm2) and designated for quantitative analyses.
An average of 150 muscle fibers per sample was manually
traced in a blind fashion by the same experienced investigator
and used for measurement of the following parameters:
(1) fiber cross-sectional area (µm2) in sections stained with
hematoxylin-eosin; (2) number of desmin + sections, desmin +
interstitial cells, and desmin + muscle fibers per area in sections
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stained with desmin; (3) number of MyoD + nuclei per area in
sections stained with MyoD; and (4) number of PCNA + nuclei
per area in sections stained with PCNA.
Satellite cells were identified with electron microscopy and
photographed at magnifications ranging between 4000 × and
6000 ×. Selection criteria of these cells were (1) nucleus with
abundant heterochromatin and (2) a position between basal
and plasma membranes of the muscle fiber. The percentage of
satellite cells was determined by counting the number of satel-
lite cells and myonuclei and dividing the number of satellite-
cell nuclei by the total number of nuclei (satellite cell
nuclei + myonuclei). The counts for each of 5 sections per
muscle were analyzed and a mean percentage of satellite cells
per muscle was calculated. Once identified and quantified, the
following morphometric parameters were obtained: cell area
(µm2), nucleus area (µm2), and percentage of activated satellite
cells. Activated satellite cells were considered to be those with
a ratio of nucleus area to cell area greater than that quantified
for the satellite cell population in normal rats.
2.5. Statistical analysis
For the statistical study SigmaStat 3.1 software package
(Systat Software Inc., Point Richmond, CA, USA) was used.
For each experimental group, data are expressed as means ± SE
(of the 4 rats of each group). Statistical significance (p < 0.05)
between groups was determined by ANOVA on ranks. In those
samples that met normality criteria, the Student-Newmann-
Keuls test was performed and in the rest the Dunn test was used.
3. Results
3.1. Light microscopy
In the AO staining, muscle sections of the NR group showed
normal histology and no significant changes were evident in the
denervated muscles of the DR group, with the exception of a
smaller size and less rounded profiles (Fig. 1A, B). In contrast,
the groups treated with the DmEx demonstrated histologic
changes that included larger muscle fibers with an apparent
increase in the number of nuclei, larger and rounded, together
with the presence of scattered small fibers (Fig. 1C, D).
Morphometric analysis showed a significant muscle fiber
atrophy (p < 0.05) in the DR group (1230.9 ± 16.9 µm2)
compared to the NR group (2809.2 ± 18.1 µm2), which repre-
sented a 67% reduction in size. In both groups treated with
DmEx, muscle fiber areas increased significantly (p < 0.05),
representing an upward trend of 28% for NR + DmEx rats
(3602.1 ± 25.9 µm2) and a 59% for DR + DmEx rats
(1967.1 ± 22.8 µm2) compared with NR and DR groups, respec-
tively. Thus, the myotrophic effect of the DmEx was more
extensive on denervated than on control muscle fibers based
on the greater increase in the percentage.
While no positives were observed for any of the immuno-
histochemical markers used in muscles of the NR group, in the
groups DR, NR + DmEx, and DR + DmEx they were detected
(Fig. 2). MyoD + nuclei were observed both in interstitium and
inside muscle fibers (Fig. 2A), being significantly more abun-
dant in the groups treated with DmEx than in the DR group
(Fig. 2D). Nonetheless, this increase was 5 times higher in the
DR + DmEx group than in the NR + DmEx (Fig. 2D). The
majority of the PCNA + nuclei were located in the interstitium
and were only occasionally visible in the muscle fiber periphery
(Fig. 2B). The number of PCNA + nuclei was significantly
higher (p < 0.05) in the groups treated with DmEx, particularly
in the DR + DmEx group (Fig. 2D).
Anti-desmin staining revealed the existence of positive pro-
files in the periphery of some muscle fibers that contained
nuclei (Fig. 2C) and the presence, preferentially in the perimy-
sial space, of mononucleated cells and desmin-positive small
muscle fibers (Figs. 2C, 3A–B). With the exception of the NR
group, these profiles were observed in all 3 other groups. But
while there were no significant differences between the 2 groups
treated with DmEx, differences were found between DR and
DR + DmEx groups and between DR and NR + DmEx groups
(Fig. 2D). The small fibers were preferentially located on the
edges of the muscle fascicles and many of them showed baso-
philia and orange fluorescence with AO (Fig. 1D). Their presence
was limited to the 2 groups treated with extract and was sig-
nificantly more frequent in the DR + DmEx group (Fig. 3C).
Therefore, it was evident that denervation evoked a myo-
genic response in the skeletal muscle of the DR group. A
similar, but significantly different, response also occurred in the
NR + DmEx group. Finally, with the exception of the number
of desmin-positive profiles, this response was of much greater
magnitude in the DR + DmEx group, but no significant differ-
ence was found between the 2 groups treated with DmEx.
3.2. Electron microscopy
Satellite cells in the NR group were always observed
between the basal lamina and the plasma membrane of muscle
Fig. 1. Histochemistry of nuclei acids in muscle fibers. Comparison of soleus
muscle sections stained by acridine orange of representative animals of NR (A),
DR (B), NR + DmEx (C), and DR + DmEx (D) groups. Normal muscle fibers
exhibit green background staining of cytoplasm and yellow DNA of nuclei. The
muscle fibers with areas with increased concentration of RNA show a bright
orange fluorescence. Note differences in muscle fiber size and number of nuclei
among groups. Small fibers with orange fluorescence (arrows) are observed
only in the groups treated with DmEx (C, D). Scale bars = 40 µm. DmEx =
denervated muscle extract; DR = denervated rats; NR = normal rats.
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fibers, but they never contacted with muscle fibers nor did they
show surface protrusion. They were consistently found in a
resting state and were characterized by a heterochromatic
nucleus and scarce cytoplasm (Fig. 4A). In contrast, in the DR,
NR + DmEx, and DR + DmEx groups, activated satellite cells
were often observed (Fig. 4B–D), some of which demonstrated
what appeared to be areas or points of fusion that corresponded
with areas of continuity between the satellite cell cytoplasm and
the sarcoplasm of muscle fibers (Fig. 4D). The cytoplasm was
large and contained rough endoplasmic reticulum profiles, free
ribosomes, polyribosomes, mitochondria, and occasionally
contained Golgi apparatus and centrioles (Fig. 4B–D).
Activation of satellite cells, which could relate well with
desmin-positive profiles, was confirmed morphometrically upon
the basis of significant enlargements of the cellular area (p < 0.05)
in groups NR + DmEx (8.2 ± 3.1 µm2), DR (7.9 ± 2.0 µm2),
and DR + DmEx (10.6 ± 5.8 µm2) when compared to the NR
group (7.5 ± 2.2 µm2). This variable was significantly higher in
the DR + DmEx group than in both DR and NR + DmEx groups
(p < 0.05). However, this increase occurred at the expense of
the satellite-cell cytoplasm because the size of the nucleus did
not show significant differences between the groups NR
(4.47 ± 1.11 µm2), DR (4.38 ± 1.32 µm2), NR + DmEx
(4.39 ± 1.27 µm2), and DR + DmEx (4.53 ± 1.80 µm2).
With the exception of the NR group, activation occurred in
all the other groups, but never affected all satellite cells
observed. While in the DR group, 40% of these cells showed
ultrastructural features of activation, in the NR + DmEx and
DR + DmEx groups, the percentage reached 58% and 61%,
respectively. In the latter case, it is important to highlight that
the satellite-cell population reaction within the same muscle
was not homogenous. Thus, while some satellite cells showed
clear morphologic features of activation, others had character-
istics of inactivity.
Quantitative analysis showed a significant increase (p < 0.05)
in the number of nuclei and myonuclei per fiber similar in the
NR + DmEx (2.41 ± 0.39 nuclei/fiber and 2.15 ± 0.27 myonuclei/
fiber), DR (2.92 ± 0.59 nuclei/fiber and 2.54 ± 0.40 myonuclei/
fiber), and DR + DmEx (2.87 ± 0.43 nuclei/fiber and 2.30 ± 0.38
myonuclei/fiber) groups, in comparison with the NR group
(1.32 ± 0.29 nuclei/fiber and 1.24 ± 0.17 myonuclei/fiber). The
frequency of satellite cells was also increased in the 3 groups
compared to the control NR, but muscles in the DR + DmEx
group showed the greatest increase (Fig. 4E).
Only in the groups treated with DmEx, but not in the 2
untreated groups, satellite cells (or cells in a “satellite” posi-
tion), showed some morphologic traits outstanding. Thus, they
were detected cells “embraced” by papillary projections of the
adjacent muscle fiber (Fig. 5A–B) or very close to the muscle
fiber surface (Fig. 5C). In all of these cases, morphologic varia-
tions of the basal lamina were also observed, which included the
presence of a basal lamina between the satellite cell and the
muscle fiber (Fig. 5A–C).
In the interstitial space, pericytes-like cells that had ample
cytoplasm with organelles and maintained their basal lamina
were only observed in the 2 groups treated with DmEx and were
found clearly apart from the capillary (Fig. 5D). Mononucle-
ated cells were also found in the interstitium, and they were
reminiscent of satellite cells, with heterochromatic nuclei and
scarce cytoplasm with pinocytotic vesicles. Nevertheless,
although close to the muscle fiber, they were isolated and com-
pletely enveloped by basal lamina.
Fig. 2. Immunohistochemistry of the myogenic response. Transverse soleus muscle sections stained by immunohistochemistry against MyoD (A), PCNA (B), and
desmin (C) in representative animals of the DR + DmEx group; hematoxylin counterstain. (A) MyoD labeled nuclei are observed in muscle fibers (arrows) and
arranged in groups in the interstitial space (arrow heads). (B) Only 2 PCNA + nuclei are observed in the interstitium (arrows). (C) A few muscle fibers exhibit desmin
immunoreactivity in peripheral areas, which contains nuclei that are suggestive of activated satellite cells (thin arrows) and other muscle fiber is heavily stained with
desmin (thick arrow). Scale bars = (A) 18 µm, (B) 40 µm, (C) 25 µm. (D) Quantitative expression of markers MyoD, PCNA (nuclei), and desmin (satellite cell
profile) in the 4 experimental groups tested in the study. *Significantly different from NR group; †significantly different from NR + DmEx group; #significantly
different from DR group. Values are means ± SE, n = 4 rats/group. Values not detected in NR group. DmEx = denervated muscle extract; DR = denervated rats; MyoD
= myogenic differentiation antigen; NR = normal rats; PCNA = proliferating cell nuclear antigen.
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It is known that different types of muscle extracts contain
factors capable of stimulating different cell types in muscle
both in vitro and in vivo.36–38 We consider that the extrinsic
factors contained in DmEx, and involved in the myogenic
response in our case, must be proteins that act on the regulating
factors of the myogenesis. In support of this idea, it has been
explained that a reactivation of myogenesis results when a
muscle is denervated.39
Altogether, the results obtained in our study are consistent
with those of previous studies28–31 that clearly support the
concept that the liberation of trophic factors during denervation
is implicated in the activation response of satellite cells. Nev-
ertheless, it does not appear that the muscles of the NR + DmEx
group have been exposed to the same factors that are found in
denervated muscle. In our study, the myogenic response was of
greater magnitude in the NR + DmEx vs. the DR group. These
differences could be explained by the fact that DR-group rats
were sacrificed at 10 days, whereas the DmEx used were
obtained at 4 days post-denervation. We have previously dem-
onstrated that the time between denervation and obtaining the
muscular extract has an impact on the extract’s myotrophic
effect.29 Furthermore, the recovery of skeletal muscle by rein-
nervation following denervation is impaired when this exceeds
7 days.32
The comparable percentage of activated satellite cells quan-
tified in both groups treated with the DmEx (around 60%)
suggests 2 important observations concerning the trophic factor
(or factors) contained in this extract. First, this extract does not
act in a similar way on the satellite cell population in a normal
muscle and in a denervated muscle. In both cases 60% of
activated satellite cells are reached; however, in the denervated
muscle we started from 40% and in the normal muscle from
0%. Thus, the effect of the extract appears to be greater on
normal muscle; however, no reference range has been deter-
mined for normal rats, which might be a limitation in the
interpretation of our results. Second, this extract could have
Fig. 3. Immunohistochemistry of the myogenic response into interstitial space.
Transverse soleus sections stained by immunohistochemistry against desmin in
representative animals of NR + DmEx (A) and DR + DmEx (B) groups;
hematoxylin counterstain. (A) Arrows indicate desmin-positive cells in the
perimysial space. (B) Several isolated (thin arrows) or in groups (arrow head)
cells in the perimysium are desmin positive; 2 small muscle fibers and a
protrusion of another also are marked with desmin (thick arrows). Scale
bars = 40 µm (C) Desmin immunohistochemical staining showed positivity in
small muscle fibers and interstitial cells. *Significantly different from NR
group; † significantly different from NR + DmEx group; #significantly different
from DR group. Values are means ± SE, n = 4 rats/group. DmEx = denervated
muscle extract; DR = denervated rats; NR = normal rats.
Fig. 4. Satellite cell activation and frequency. Electron micrographs of soleus
muscle sections in representative animals of NR (A), DR (B), NR + DmEx (C),
and DR + DmEx (D) groups. (A) Quiescent satellite cells of NR soleus muscle.
(B)–(D) Active satellite cells showing a high cytoplasm to nucleus ratio when
compared to satellite cell in (A). Scale bars = (A, B, C) 2 µm; (D) 1 µm. (E)
Satellite cell frequency in the 4 experimental groups tested in the study. The
proportion of satellite cells is expressed as a percentage of the total number of
nuclei identifiable in the muscle fibers. *Significantly different from NR group;
† significantly different from NR + DmEx group; #significantly different from
DR group. Values are means ± SE, n = 4 rats/group. DmEx = denervated muscle
extract; DR = denervated rats; NR = normal rats.
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activated a specific population of satellite cells. This suggestion
may be justified by the fact that the total number of satellite
cells capable of doing so have been activated in both cases and
the existence of 2 subpopulations or compartments of satellite
cells, termed proliferative and differentiative, is well known,19,34
and they appear to respond to signals differently.40 Because
PCNA + nuclei were seen in the interstitial space, but not in a
satellite position with muscle fibers, and there was not ultra-
structural evidence of satellite cell mitosis, it is possible that the
DmEx only activated the differentiative compartment. In a
recent experimental model of electrical stimulation to attenuate
muscle disuse atrophy, it has been suggested that the require-
ments for satellite cells to engage in different cellular activities
(quiescence-activation or proliferation-differentiation) seem to
be different.41
The ultrastructural observation of fusion processes in the
DR, NR + DmEx, and DR + DmEx groups, would indicate the
incorporation of the satellite cell in the muscle fiber with which
it is associated. It has been reported that rat DmEx contains
specific factors that significantly increase the fusion of donor
myoblasts with host muscle fibers.42 Because satellite cells
serve as a source of myonuclei in both postnatal growth and
muscle fiber hypertrophy,43 its activation response must be
linked to the myotrophic effect of the DmEx. In the
NR + DmEx group, the fusion processes of satellite cells would
contribute to the DmEx-induced muscle fiber hypertrophy.28,30
In the DR and DR + DmEx groups, however, this can be inter-
preted as a mechanism to compensate the myonuclear loss in
atrophic muscle fibers.21,44–46 In our study, MyoD + nuclei were
observed both associated with muscle fibers and in the intersti-
tium; unfortunately, we cannot confirm the exact location of
MyoD + nuclei, which requires additional markers such as
dystrophin. This association is consistent with the increase
observed in the MyoD expression in both myonuclei and satel-
lite cells during the first week post-denervation, which was
interpreted as an attempt to prevent muscle atrophy.47 Other
authors have noted that, at least in the short term, there is no
loss of nuclei during atrophy in mice skeletal muscle.48
However, in the present study the number of myonuclei per fiber
volume in muscles of the DR group increased significantly with
respect to the NR group. This discrepancy could be explained
by the decreased fiber size observed in the DR group that at 10
days post-denervation represents 43% of the normal muscle
fiber. Another possible explanation could be related to the sig-
nificant increase observed in the frequency of satellite cells at
10 days post-denervation (11%) in comparison with the 6% of
satellite cells that were found in normal muscle fibers. These
data are consistent with the rise, from 4% to 8%, in the satellite
cell population reported at 3–4 days post-denervation.25
It is important to point out that while in the DR group the
myogenic response was limited to satellite cells, in the
DR + DmEx group this response was comparatively greater and
included the appearance of myogenic cells and myofiber neo-
formation. The ability of denervated muscle microenvironment
to be an optimal environment for myogenesis is supported by
many studies, although this ability seems not to be the same for
all muscles.31 It is known that short-term denervation provokes
tissue disruption that results in a rise in the number of both
satellite and interstitial cells, probably through release of a
mitogen.44,49 Furthermore, in experimental studies of muscle
denervation12,50 or in muscle biopsies from patients with neu-
rogenic disorders15 small-sized muscle fibers are often observed
with staining features of immaturity. These fibers, which are
different from atrophic fibers, are suggestive of an evident
myogenic response. Therefore, the initiation of myogenesis
could be a consequence of changes in the tissue microenviron-
ment. Allen and Rankin51 have already pointed out that varia-
tions in the concentration of growth factors in the
microenvironment play an important role in the stimulation or
inhibition of satellite cells. They also revealed that another
possible mechanism might be related to the different sensitivity
in their response to growth factors. In our opinion, systemic
extract injections could induce variations in the microenviron-
ment of skeletal muscle tissue that could act with some myo-
genic potential on satellite cells or other cell types.
Despite the high number of nuclei observed in the DR group,
the occasional presence of desmin-positive interstitial cells and
the absence of small neofibers indicates that denervation had
induced little myogenic differentiation in the interstitial zone.
This apparent discrepancy may be explained by the presence of
new fibers or myotubes seen in long-term denervation,11,12
whereas the period of denervation in the DR group of the
current study was only 10 days. In contrast, in the 2 groups
treated with DmEx there was a significant presence of intersti-
tial cells and desmin-positive small muscle fibers, which were
more pronounced in the DR + DmEx group than in the
NR + DmEx group. This finding confirms that this type of
muscular extract has the capacity to induce new formation of
muscle fibers.30 Despite the fact that a control group consisting
of rats injected with normal (intact) muscle extract was not
included in the present study, in previous studies a diminished
myotrophic capacity in denervated vs. normal muscle extracts
was shown.28,30
In agreement with other experimental models52,53 the current
study suggests that cells located in the interstitium participated
in the neoformation of muscle fibers. Despite the inability to
confirm the origin of these myogenic cells located in the extra-
cellular space, different cell types have been implicated as
potential muscle cell precursors, without excluding the consid-
eration that interstitial myoblasts could derive from satellite
cells.54–56 In any case, it appears that the DmEx assayed in the
present study could have an intrinsic capacity to stimulate myo-
genic differentiation not only from satellite cells but also from
other cells. It is noteworthy that stem cells derived from bone
marrow have been induced to enter the myogenic lineage when
cultivated with extracts from injured muscle, but not with
extracts from normal muscles.57
Among precursors having the capacity to postnatal growth,
hypertrophy, and postinjury regeneration, pericytes associated
with muscular capillaries appear to be a subpopulation of stem
cells58–60 that can commit to the myogenic lineage as a conse-
quence of the micro-environmental influence.14,61,62 Considering
that in our model the maximal myogenic response was achieved
when muscle denervation itself and DmEx were combined, this
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association could result in a “forced” and “unnatural” modifi-
cation of the tissue microenvironment that could act as a signal
recruiting other cell types to participate in the myogenic
response seen in the DR + DmEx group. Although some of our
observations support the notion that pericytes could play a role
in the DmEx-induced myogenic response, further studies are
still necessary to confirm or discard this hypothesis.
In focal lesions, pericytes can be released from the vascular
position in response to chemotactic stimuli and function as stem
cells and immunomodulators.63 There is now ample evidence
that these cells contribute not only to regenerative processes but
also as a potential source of re-population of satellite cells.62,64
Some of our morphologic observations also suggest that the
DmEx used could have stimulated the pericytes; however, our
observations cannot confirm completely that pericytes are
involved in the formation of new fibers. A high number of these
cells were found activated, separated, and out of their habitual
location along capillaries, while preserving their basal lamina.
Small cells similar to satellite cells, completely separated from
the muscle-fiber surface and completely surrounded by basal
lamina, were also seen in the groups treated with DmEx. Com-
parable cells, both in morphologic appearance and location,
have been reported and associated with pericytes in previous
classical studies.65–67 It has also been observed that, in dener-
vation, satellite cells can leave their associated fibers via either
processes of sequestration by invagination of the basal lamina
between the satellite cell and the muscle fiber or by migration
mechanisms crossing the basal lamina and heading toward the
endomysial space.26,68,69 However, we believe it does not make
sense that while activated satellite cells are fusing with the
muscle fiber, others are abandoning it. Moreover, there should
be an interposition of basal lamina between satellite cells and
the muscle fiber if they were abandoning it, but these processes
were not observed in the present study. Another possibility
would be that they were incorporating with the muscle fiber.
The incorporation of myogenic precursors with an exog-
enous origin to the “satellite position” has been found in dif-
ferent experiments.70–72 The possibility has been raised that a
subpopulation of satellite cells could be supplied by the migra-
tion of cells from either the interstitium or the circulation to
occupy a sublaminar position.73 Our observations of interstitial
cells with partial loss of basal lamina and cytoplasmic projec-
tions of the muscular fiber “enveloping” mononucleated cells
(Fig. 5) are compatible with the incorporation of exogenous
myogenic precursors.
5. Conclusion
In conclusion, the results of the present study demonstrate
that parenteral administration of an extract of denervated soleus
muscle promotes in the short-term a myogenic response in
denervated rat soleus muscle and could facilitate the recovery
of muscle atrophy. These effects were based upon the activation
of satellite cells, cells located in the interstitium, and the for-
mation of new myofibers. It was noteworthy that while this
response was of similar nature in control and denervated
muscle, the size effect was of much greater magnitude in dener-
vated vs. intact skeletal muscle. However, it should be noted
that it is possible that the effect of extracts on muscle atrophy
cannot be systemic because both the effect and the response of
normal muscles seem to differ depending on the type of
muscle.31 These findings may have practical implications in the
rehabilitation of neuromuscular problems requiring an
improvement in myogenesis.
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a  b  s  t  r  a  c  t
Introduction:  Skeletal  muscle  is a target  organ  in  multiple  sclerosis,  a chronic  debilitating  disease  of
the  central  nervous  system  caused  by demyelination  and  axonal  deterioration.  Since the experimental
autoimmune  encephalomyelitis  model  reproduces  the  relapsing-remitting  course  found  in  most  multiple
sclerosis  patients,  this  model  was used  to compare  the  histological  features  of  skeletal  muscle  at  onset
with  those  observed  at the  start  of  the second  relapse.
Material and  methods:  Histological,  histochemical  and  ultrastructural  changes,  as  well as  biochemical
oxidative  damage  and antioxidant-system  markers,  were  examined  in  the  soleus  and extensor  digitorum
longus  muscles  of Dark  Agouti  rats  in which  experimental  autoimmune  encephalomyelitis  had  been
induced  by active  immunization  using  myelin  oligodendrocyte  glycoprotein.
Results: Histological  examination  at disease  onset  revealed  ragged-red  ﬁbers  and  ultrastructural  evidence
of  mitochondrial  degeneration.  At  the  second  relapse,  neurogenic  changes  included a wide  range  of
cytoarchitectural  lesions,  skeletal  muscle  atrophy  and the appearance  of intermediate  ﬁbers;  however,
differences  were  observed  between  soleus  and  extensor  digitorum  longus  lesions.  Biochemical  tests
disclosed  an increase  in  oxidative  stress  markers  at onset,  which  was  more  pronounced  at  the  second
relapse.
Conclusions:  Microscopic  ﬁndings  suggest  that  two  patterns  can be  distinguished  at disease  onset:  an
initial  phase  characterized  by  muscle  mitochondrial  alterations,  and  a second  phase  dominated  by  a
histological  muscle  pattern  of clearly  neurogenic  origin.
©  2015  Elsevier  GmbH.  All  rights  reserved.
Abbreviations: MS, multiple sclerosis; ETC, electron transport chain; MHC,
myosin  heavy chain; EAE, experimental autoimmune encephalomyelitis; MOG,
myelin oligodendrocyte glycoprotein; EDL, extensor digitorum longus; PBS, phos-
phate buffered saline; OG, onset group; RG, relapsing group; ATPase, adenosine
triphosphatase;  NADH-tr, nicotinamide adenine dinucleotide-tetrazolium reduc-
tase; SDH, succinate dehydrogenase; GSH, reduced glutathione; GSSG, oxidized
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Introduction
Skeletal muscle is a target organ in multiple sclerosis (MS), a
chronic neurodegenerative disease in which 65–97% of patients
display neuromuscular symptoms including weakness, fatigue and
spasticity [1,2]. However, published muscle biopsy ﬁndings in MS
patients are both limited and contradictory. They include: muscle
ﬁber atrophy [3,4]; change in ﬁber type [3,4]; reduced activity of
succinate dehydrogenase (E.C. 1.3.5.1), an enzyme linking the Krebs
cycle and the electron transport chain (ETC) of which it forms Com-
plex II [3]; a greater tendency to express the fast myosin heavy
chain (MHC) isoform [5]; and a reduction in ETC complex I (NADH:
ubiquinone oxidoreductase, EC 1.6.5.3) activity [6]. By contrast, other
authors report no changes [7].
http://dx.doi.org/10.1016/j.prp.2015.02.004
0344-0338/© 2015 Elsevier GmbH. All rights reserved.
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Although experimental autoimmune encephalomyelitis (EAE) is
among the most widely used animal disease models for the study
of MS,  very little published research has focussed on the impact of
this disease on skeletal muscle. To our knowledge, only two  studies
have addressed this issue, reporting – in the acute phase – evi-
dence of muscle ﬁber atrophy 2–3 days after the ﬁrst symptoms
appear [8], and small irregular muscle ﬁbers together with ﬁbro-
sis and apoptosis 2–5 days after the onset of EAE [9]. Since MS  is a
progressive disease, it would be interesting to establish, using the
EAE model, whether skeletal muscle might be affected at a more
advanced stage. Vogt et al. [10] observed a remarkable reduction
in the number of lower motor neurons (by between 47 and 74%)
in some EAE models; this ﬁnding, coupled with the demyelination
and axonal degeneration known to occur in EAE [11], suggests that
histological neurogenic changes in the skeletal muscle may  take
place at any stage in the course of the disease. The present paper
sought to test that hypothesis.
Histological,  histochemical and electron-microscopy tech-
niques were used to examine potential muscle pathological
reactions in EAE induced by active immunization with myelin oligo-
dendrocyte glycoprotein (MOG), this being among the most widely
used approaches [12]. Regardless of the complex variety of clinical
forms found in MS,  and although a number of experimental models
have been tested [13,14] this EAE model was used because it repro-
duces the relapsing-remitting course observed in most MS  patients
[15]. The aim was to compare skeletal muscle histology at disease
onset with that observed at the start of the second relapse after a
remission phase. Given that denervation can affect differently the
muscle ﬁbers types in both human and rat muscle [16,17], this study
compared two muscles with radically different ﬁber-type compo-
sition: the soleus muscle contains 85–100% slow ﬁbers, while the




A  total of 28 male Dark Agouti rats (2 months old, weight
190–220 g) were used, since EAE in this strain bears the clos-
est clinical and pathological resemblance to MS  [19]. Experiments
were approved by the University of Cordoba Bioethics Commit-
tee and were carried out in accordance with European Directive
86/609/ECC as approved by the Council of the European Communi-
ties, and with Spanish Law RD 53/2013, approved by the Minister
of the Presidency (BOE 08, February 2013).
EAE induction was performed by injecting subcutaneously, at
the dorsal base of the tail, 100 l of a solution containing 150 g
MOG (fragment 35–55; Sigma–Aldrich, Madrid, Spain) in phos-
phate buffered saline (PBS) emulsiﬁed 1:1 in complete Freund’s
adjuvant (Sigma–Aldrich, St. Louis, USA). To complete the adjuvant,
400 g of heat-inactivated Mycobacterium tuberculosis (H37Ra,
DIFCO, Detroit, MI,  USA) were added. Sham induction was per-
formed in control-group (Sham) animals by subcutaneous injection
of 100 l of complete Freund’s adjuvant.
Animals were monitored and clinical signs were scored as fol-
lows; 0: no sign, 1: limp tail, 2: hind limb paresis, 3: hind limb
paralysis, 4: front limb paresis, 5: quadriplegic [9]. Based on this
clinical monitoring, a ﬁrst group of animals, onset group (OG) (n = 4),
was sacriﬁced just after the appearance of the ﬁrst clinical signs, at
14 days post-induction. In order to study skeletal muscle at a more
advanced and presumably more severe stage, the other rats were
allowed to continue until a second relapse was recorded on the
basis of clinical scoring. At this point (day 35 post-induction), ani-
mals in this relapsing group (RG) (n = 8) were sacriﬁced. This study
design  enabled comparison of skeletal muscle features in the acute
phase (OG) with those occuring at mid- to long-term (RG).
Two  control groups were used: a ﬁrst control group (Control)
undergoing no intervention (n = 8) and a second sham group (Sham)
inoculated with complete Freund’s adjuvant alone and sacriﬁced at
day 35 post-sham induction (n = 8). Animals were weighed at the
start of the experiment (induction day), and at days 14 and 35 post-
induction, depending on the group. Animals were kept in standard
conditions with controlled temperature at 25 ◦C in a 12 h light/12 h
dark cycle with water and food ad libitum.
Specimen collection
Animals  were anesthetized with an intraperitoneal injection of
75 mg/kg ketamine (Imalgene® 100 mg/ml, Merial Laboratorios,
Lyon, France) and killed by decapitation. EDL and soleus muscles
were excised and weighed. Four random animals from Control,
Sham and RG groups were used for histological examination and 4
for biochemical analysis. Muscles from OG rats were distributed as
follows: the right hind limb was  used for histology and the left hind
limb for biochemistry. The belly of the muscles used for histolog-
ical examination was  sectioned for light and electron microscopy.
Specimens for biochemical analysis were immediately collected
and frozen at −80 ◦C until measurements were performed.
Histological and histochemical examination
Specimens for histological and histochemical examination were
embedded in OCT (Tissue-Tek®, Miles INC), ﬂash-frozen in isopen-
tane cooled with liquid nitrogen, and transversely sectioned at
7 m using a cryostat (Leica CM1850 UV) at −20 ◦C. Sections
were stained with hematoxylin–eosin (H–E) and modiﬁed Gomori
trichrome for morphological analysis. Histochemical specimens
were stained for adenosine triphosphatase pH 9.6 (ATPase), nico-
tinamide adenine dinucleotide-tetrazolium reductase (NADH-tr),
succinate dehydrogenase (SDH) and acid phosphatase. Standard
staining procedures were used [20].
Electron microscopy
Small  fragments of soleus and EDL muscles were ﬁxed by
immersion in 2.5% glutaraldehyde in 0.1 M PBS buffer (pH 7.4) for
48 h at 4 ◦C. Tissues were postﬁxed in 1% osmium tetroxide for
1 h at 4 ◦C, dehydrated through an acetone series and embedded
in epoxy resin (Durcupan ACM, Fluka, Switzerland). Ultrathin sec-
tions were obtained with an LKB 8800 Ultratome III microtome
(Sweden), placed on copper grids and stained with uranyl acetate
and lead citrate. Observation was  performed with a JEM 1400 high-
resolution transmission electron microscope (JEOL, USA) installed
at the Central Research Support Service (SCAI, University of Cór-
doba, Spain).
Histomorphometry
Histological sections were photographed with a Sony Exwaved
HAD digital camera mounted on a Nikon Eclipse E1000 micro-
scope (Nikon, Tokyo, Japan) and a Leica MC170 HD digital camera
mounted on a Leica DM2000 microscope (Leica Microsystems,
Germany). Morphometric analysis was performed using the Image-
Pro Plus 6.0 (Media Cybernetics, Bethesda, MA,  USA) image analysis
program.
Five random ﬁelds at 40× were selected in each cross-section,
covering a total area of 263.200 m2/muscle. Ragged-blue and
ragged-red ﬁbers were quantiﬁed on sections stained with SDH or
modiﬁed Gomori trichrome, respectively. ATPase pH 9.6 was used
to distinguish light-staining type 1 ﬁbers from dark-staining type 2
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ﬁbers; intermediate ﬁbers were identiﬁed as those displaying inter-
mediate staining. This technique was used for ﬁber typing and to
measure the cross-sectional area (m2) and minimum diameter
(m) of each ﬁber, these being standard measurements to quantify
the degree of change in ﬁber size [20].
Biochemistry
Tissue levels of various oxidative damage and antioxidant-
system markers were quantiﬁed in skeletal muscle homogenized
in buffer Tris–ClH 20 mM,  at pH 7.4.
Carbonylated proteins: Protein carbonylation was used as
an indicator of protein oxidative stress. Carbonyl content was
measured following Levine et al. [21], using a Shimadzu spec-
trophotometer (UV-1603; Kyoto, Japan) at a wavelength of 360 nm.
Lipid peroxidation products and glutathione systems: Levels of
lipid peroxidation products, reduced glutathione (GSH) and the
GSH/oxidized glutathione (GSSG) ratio were measured using the
Bioxytech LPO-586, GSH-400 and GSH-412 kits, respectively (Oxis
International, Portland, OR, USA). Measurements were made using
a UV-1603 spectrophotometer (Shimadzu, Kyoto, Japan).
Alamar  blue assay: This is a redox indicator that exhibits both
ﬂuorescent and colorimetric change in response to metabolic activ-
ity. This method may  be used to examine mitochondrial function
in tissues. Measurement of Alamar blue in skeletal muscle tissue
preparations was performed using methods adapted from synap-
tosome studies [22,23].
Protein  estimation: Protein levels were measured by the Bradford
method, using a B6916 assay kit supplied by Sigma–Aldrich Co., Ltd
(St. Louis, MO,  USA).
Statistical  analysis
Data  are presented as mean ± standard deviation (SD). For
statistical analysis of histomorphometric parameters, a one-way
ANOVA was followed by the Newman–Keuls test to detect inter-
group differences. The Holm Sidak test was performed for normal
data; for non-normal data an ANOVA on ranks was performed,
followed by Dunn’s test. Statistical analysis of histomorphometric
variables was carried out using the Sigma Stat 3.1 software package
(Systat Software Inc). Analysis of biochemical parameters, weight
and score were performed using the SPSS 17.7® statistical soft-
ware package. To evaluate variations in data, a one-way ANOVA
was used. The level of statistical signiﬁcance was  set at p < 0.05.
Results
Clinical signs, body weight, muscle weight
Control and sham group animals showed no clinical signs of dis-
ease. There were also no signiﬁcant differences in weight gain in
these two groups (Fig. 1). While MOG-treated animals displayed
a non-signiﬁcant trend toward lower body weight both 14 days
after treatment (OG and RG) (Fig. 1a) and 35 days post-induction
(Fig. 1b), RG animals exhibited no change in weight gain from day
14 to 35 days post-induction (Fig. 1c). Only RG animals displayed
muscle weight loss (Table 1).
Both OG and RG rats showed clinical signs 14 days post-
induction (Table 2). On the day of sacriﬁce OG animals scored
2.20 ± 0.45, while RG presented a score of 3.75 ± 1. Clinical scores
indicate that RG rats experienced a ﬁrst relapse with a maximum
mean score of 3.5 ± 0.6; this was followed by a remission phase
from day 23 post-induction and ﬁnally a second relapse from day
30 (Fig. 2).
Fig. 1. Body weight increases in different groups. Horizontal line represents medi-
ans (geometric means), boxes indicate the 25th and 75th percentiles and vertical
lines  indicate minimum and maximum values. One-way ANOVA was used for sta-
























Fig. 2. Clinical scores over the course of the disease in RG rats. In a 35-day follow-up,
two clinical relapses were observed in the RG group.
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Fig. 3. Microscopic changes in the onset group (a), (b), (e)–(g) and control group (c) and (d). Muscle ﬁber cross-sections stained with H–E: soleus (a) and EDL  (b) muscles
showing normal appearance. Histochemical staining with SDH in normal soleus muscle (c) and NADH-tr in normal EDL muscle (d). Two ragged-blue ﬁbers stained with SDH
in  soleus muscle (e) and with NADH-tr in EDL muscle (f); note in (e) the complete loss of SDH activity in surrounding ﬁbers. (f) Electron micrograph of the periphery of two
muscle  ﬁbers showing clumped mitochondria displaying degenerative changes. Scale bars: 50 m (a)–(e) and 25 m (e).
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Table  1
Muscle weight.
Control Sham OG RG
Soleus 0.110 ± 0.008 0.103 ± 0.005 0.100 ± 0.011 0.065 ± 0.024a
EDL 0.136 ± 0.010 0.129 ± 0.006 0.126 ± 0.005 0.082 ± 0.014a,b,c
Values are mean ± SD.
a Signiﬁcant differences p < 0.05 vs control.
b Signiﬁcant differences p < 0.05 vs sham.
c Signiﬁcant differences p < 0.05 vs OG.
Table 2
Clinical score.
Control Sham OG RG
Day 14 p.i. 0.0 ± 0.0 0.0  ± 0.0 2.20  ± 0.45 2.25 ± 0.9
Day  35 p.i. 0.0 ± 0.0 0.0 ± 0.0 – 3.75 ± 1
p.i.: post-induction.
Table 3
Percentage of ﬁber types.
Control Sham OG RG
Soleus
Type 1 74.53 ± 9.22 72.35 ± 5.68 74.43 ± 5.41 45.69 ± 9.05d,e, f
Intermediate 0.00 ± 0.00 0.00 ± 0.00 2.17 ± 2.98 20.64 ± 6.45a,b,c
Type 2 25.47 ± 9.22 27.14 ± 5.66 23.30 ± 4.65 33.42 ± 6.45d,f
EDL
Type 1 5.86 ± 2.24 6.05 ± 2.24 6.22 ± 0.69 7.52 ± 3.02
Type  2a 65.48 ± 5.56 65.46 ± 3.75 62.13 ± 2.49 29.70 ± 7.83a,b,c
Type 2b 29.51 ± 6.76 28.54 ± 4.48 31.35 ± 2.92 63.22 ± 8.89a,b,c
Values are mean ± SD.
a Signiﬁcant differences p < 0.05 vs control.
b Signiﬁcant differences p < 0.05 vs sham.
c Signiﬁcant differences p < 0.05 vs OG.
d Signiﬁcant differences p < 0.01 vs control.
e Signiﬁcant differences p < 0.01 vs sham.
f Signiﬁcant differences p < 0.01 vs OG.
Microscopic ﬁndings
Control  and sham groups: No abnormalities were detected in the
soleus and EDL muscles of either group using H–E and modiﬁed
Gomori trichrome stains. NADH-tr and SDH staining showed that
the intermyoﬁbrillar network was preserved (Fig. 3c and d). There
was no increase in acid phosphatase activity. Using ATPase pH 9.6
staining, no abnormalities or changes in muscle ﬁber size were
detected, and in both soleus and EDL muscles a similar percentage
of ﬁber types was observed in control and sham groups (Table 3).
No ultrastructural abnormalities were detected in either group.
Onset  group: No abnormalities were observed using H–E stain-
ing (Fig. 3a and b), except for occasional muscle ﬁbers with a
granular appearance in both soleus and EDL muscles. These ﬁbers
were disseminated and were identiﬁed as ragged-red or ragged-
blue ﬁbers, since they contained subsarcolemmal material and
intrasarcoplasmic grainy material which stained red or blue with
modiﬁed Gomori trichrome or SDH, respectively (Fig. 3e); NADH-
tr staining also revealed peripheral areas of high oxidative activity
(Fig. 3f). Ragged-blue ﬁbers contrasted sharply with the low SDH
staining observed in surrounding muscle ﬁbers (Fig. 3e). A simi-
lar percentage of ragged-red ﬁbers was recorded in both muscles
(3.11 ± 1.24% of soleus muscle ﬁbers and 2.89 ± 2.04% of EDL mus-
cle ﬁbers). Electron microscopy disclosed the coexistence of normal
and degenerative mitochondria, some exhibiting thickening of
mitochondrial cristae. Mitochondria were observed in peripheral
clumps, and although no paracrystalline inclusions were found,
most exhibited degenerative changes (Fig. 3g).
Acid phosphatase staining was negative, and no cytoarchitec-
tural changes were visible with NADH-tr and ATPase staining
(Fig.  4a and b). Although the myoﬁbrillar component remained
intact throughout the ﬁber, there was evidence of disorganiza-
tion of peripheral myoﬁbrils, and nemaline bodies were observed
together with small vacuoles containing mitochondria and other
debris identiﬁed as residual bodies, altogether suggestive of ini-
tial autophagocytosis (Fig. 4c). Satellite cells located between ﬁber
plasma and basement membranes showed moderate evidence of
activation (Fig. 4d and e). Some satellite cells were fusing with
muscle ﬁbers (Fig. 4e).
Morphometric  analysis revealed no changes in mean minimum
diameter and mean cross-sectional area of muscle ﬁbers (Table 4).
Fiber-type composition was  not altered in either soleus or EDL
muscles (Fig. 4a and b), although some intermediate ﬁbers were
observed in soleus muscle (Table 3).
Relapsing group: H–E staining revealed angulated atrophic mus-
cle ﬁbers in the soleus muscle, whereas atrophic ﬁbers in the EDL
muscle showed mainly rounded contours (Fig. 5a and b). In this
group, ragged-red ﬁbers were also visible with modiﬁed Gomori
trichrome in both muscles (Fig. 5c), though their disorganized
cytoarchitectural pattern made recognition difﬁcult with oxidative
techniques. Ultrastructurally, these ﬁbers contained mitochondrial
masses displaying subsarcolemmic degenerative changes (Fig. 5d);
intermyoﬁbrillar mitochondria were also affected (Fig. 5e). These
degenerative changes mainly consisted in swollen mitochondria,
with vacuolization, cristae dissolution and myelin bodies (Fig. 5e).
Under light microscopy, both muscles exhibited non-necrotic ﬁbers
showing focal evidence of acid phosphatase activity (Fig. 5f), iden-
tiﬁed by electron microscopy as autophagic vacuoles containing
degenerated mitochondria and membranous spirals (Fig. 5g).
NADH-tr  staining revealed a considerably altered pattern of
oxidative activity, with a spectrum of cytoarchitectural changes
(moth-eaten, target, targetoid and central spot) in soleus muscle
(Fig. 6a–c), while the pattern in EDL muscle consisted primar-
ily in internal disorganization of the intermyoﬁbrillar pattern,
clearly evident in single or multiple small foci of decreased oxida-
tive enzyme activity; these ﬁbers had a core/multicore, lobulated
appearance (ﬁg. 6d and e). These changes in cell architecture
appeared interspersed in the same sections and their frequency
varied even among muscles from the same animal (Fig. 6f–i).
ATPase  pH 9.6 stained type 1 ﬁbers light and type 2 ﬁbers dark in
normal soleus and EDL muscles (Fig. 7a–c). In soleus muscle, but not
in EDL muscle, this technique revealed ﬁbers staining intermediate
in color between type 1 and type 2 (Fig. 7b–d); in soleus mus-
cle these ﬁbers also showed core-type cytoarchitectural changes
indicative of absence of ATPase activity (Fig. 7d). Morphometric
analysis revealed major atrophy of type 1 and 2 ﬁbers in both mus-
cles; intermediate ﬁber sizes lay within those of type 1 and type 2
ﬁbers (Table 4). Ultrastructurally, muscle ﬁbers displayed areas of
focal myoﬁbrillar degeneration, with streaming and disintegration
of the Z disk (Fig. 7e).
Most  intramuscular nerves exhibited no ultrastructural alter-
ations, although degenerative changes were occasionally observed
in myelin sheaths consisting in dissolution of internal and external
lamellae and myelin degeneration (Fig. 7f).
Biochemical changes
Control  and sham group: In order to establish more clearly the
mechanic-molecular processes underlying muscle alterations asso-
ciated with the MOG-induced EAE model, various oxidative damage
biomarkers were analyzed. Normal levels for oxidative stress and
mitochondrial activity markers were established in the light of data
obtained from control muscles (Tables 5 and 6).
Data for the sham group revealed increased lipid oxidation in
soleus muscles (Table 6), together with a reduction in glutathione
ratio which was associated with increased GSH content (Table 5).
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Fig. 4. Microscopic changes in the onset group (a)–(e). Cross-sections stained with myosin ATPase at pH 9.6; white-stained ﬁbers (type 1) and dark-stained ﬁbers (type 2)
in  soleus (a) and EDL (b) muscles. (c) Electron micrograph of the periphery of a muscle ﬁber showing occasional rods and degenerate mitochondria. (d) and (e) Electron
micrograph of two  activated satellite cells; asterisk (*) in (e) indicates the area of fusion with the muscle ﬁber. Scale bars: 40 m (a) and (b).
EDL muscle not exhibiting any oxidative damage or GSH content
changes displayed an increased GSH/GSSG ratio (Tables 5 and 6).
Onset group: No signiﬁcant change was observed in levels of car-
bonylated proteins, used here as a biomarker of oxidative damage,
in either of the muscles examined at disease onset. However, a sig-
niﬁcant reduction in GSH content in EDL muscle was  accompanied
by a glutathione redox ratio that tended to be smaller than that
of control and sham groups, though the difference was  not statisti-
cally signiﬁcant (Table 5). A signiﬁcant reduction in the glutathione
balance was observed for the soleus muscle (Table 5).
Relapsing group: Analysis of oxidative damage markers over a
longer period of EAE development disclosed increased oxidative
damage  characterized by an increase in lipoperoxidation product
(Table 6) and carbonylated protein levels (Table 5) in both muscles,
although the increase in carbonylated proteins in the soleus muscle
was not statistically signiﬁcant (Table 5).
In order to obtain greater knowledge of skeletal muscle alter-
ations, changes involving mitochondria in the longer-term group
(RG) were charted with respect to the control and sham groups. For
this purpose, mitochondrial function was assessed using the Ala-
mar  blue assay. This procedure, employed to evaluate cell viability
(proliferation and cytotoxicity), is based on the capacity of the mito-
chondrial enzyme to reduce resazurin to resofurin, which serves as
an indicator of mitochondrial function. Results indicated a highly
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Table  4
Cross-sectional area and minimum diameter.
Control Sham OG RG
Cross-sectional area (m2)
Soleus
Type 1 1829.30 ± 500.98 1707.98 ± 297.05 1764.09 ± 356.23 1325.23 ± 291.02a,b,c
Intermediate 0.00 ± 0.00 0.00 ± 0.00 1643.96 ± 228.17a,b 1125.02 ± 294.10a,b,c
Type 2 1728.17 ± 284.04 1534.50 ± 240.03 1550.57 ± 288.13 1032.68 ± 236.21a,b,c
EDL
Type 1 964.46 ± 160.96 941.47 ± 162.50 862.98 ± 235.37 470.96 ± 98.50a,b,c
Type 2a 1175.61 ± 278.27 1106.86 ± 249.45 1247.33 ± 180.07 605.12 ± 229.49a,b,c
Type 2b 2200.23  ± 355.20 2065.75 ± 312.09 2330.20 ± 722.85 1462.07 ± 302.08a,b,c
Minimum diameter (m)
Soleus
Type  1 36.64 ± 6.35 35.72 ± 4.19 36.90 ± 5.04 30.84 ± 5.39a,b,c
Intermediate 0.00 ± 0.00 0.00 ± 0.00 33.49 ± 3.86a,b 27.69 ± 4.17a,b,c
Type 2 33.77 ± 6.04 33.00 ± 5.40 33.24 ± 5.46 27.17 ± 4.59d,e, f
EDL
Type 1 26.88 ± 3.23 26.22 ± 3.58 25.74 ± 4.23 17.94 ± 3.07d,e, f
Type 2a 31.51 ± 4.21 30.52 ± 3.88 30.38 ± 3.75 20.63 ± 4.91d,e, f
Type 2b 43.13 ± 4.72 41.95 ± 4.36 41.64 ± 7.77 32.11 ± 5.00a,b,c
Values are mean ± SD.
a Signiﬁcant differences p < 0.05 vs control.
b Signiﬁcant differences p < 0.05 vs sham.
c Signiﬁcant differences p < 0.05 vs OG.
d Signiﬁcant differences p < 0.01 vs control.
e Signiﬁcant differences p < 0.01 vs sham.
f Signiﬁcant differences p < 0.01 vs OG.
signiﬁcant decrease in both muscles in the RG with respect to con-
trol and sham animals (Table 6). In addition, mitochondrial activity
declined by around 50% in the sham group in comparison to con-
trol group; this decline, however, was not statistically signiﬁcant
(Table 6).
Discussion
The  present study analyzed microscopic changes, clinical score
and oxidative damage biomarkers in rat skeletal muscle in an EAE
model. The results revealed that skeletal muscles are affected both
in the acute phase (onset), when the ﬁrst disease symptoms appear
(OG), and in the middle-to-long term at the start of the second
relapse phase (RG). However, the nature of the changes differed
between these two time-points: immediately after the appear-
ance of clinical signs, skeletal muscle changes were almost entirely
mitochondrial, while muscle lesions at the start of the second
relapse pointed to a neurogenic lesion. One striking ﬁnding was
that although both soleus and EDL muscles were affected, there
were differences in the microscopic changes observed; this may
be attributable to different pathological reactions in different ﬁber
types [16].
A  few authors have reported mitochondrial dysfunction in asso-
ciation with central nervous system axonal degeneration both in
EAE [24] and in MS  [25,26]; to our knowledge, however, this is
the  ﬁrst time that changes in muscle mitochondria have been
recorded in an experimental EAE model. The major ﬁnding under
light microscopy was the presence of ragged-red or ragged-blue
ﬁbers in both soleus and EDL muscles in the acute phase group
(OG). These muscle ﬁbers are the histological consequence of mito-
chondrial dysfunction; although they may  be prompted by a wide
spectrum of injuries, they are typically found in mitochondrial
myopathies [27]. Ragged-red ﬁbers have been reported in muscle
biopsies from MS  patients with associated mitochondrial disorders
[28,29]; although the ﬁndings recorded by Campbell et al. [4] do
not support the existence of a mitochondrial genetic abnormality
as the underlying cause.
Earlier  studies of muscle histology in EAE models [8,9] have
found no evidence of mitochondrial disorder. However, the
present results suggest clear mitochondrial damage. Although
mitochondrial abnormalities were virtually the only clearly appar-
ent histological change in the OG, in the RG degenerative
changes in muscle mitochondria were more evident; attention
is particularly drawn to the presence of autophagic vacuoles
with acid-phosphatase-positive mitochondrial debris under light
microscopy. This latter ﬁnding might indicate a cell protection
mechanism aimed at eliminating degenerate mitochondria [30];
indeed, recent research has highlighted the existence of selective
mechanism of mitochondria degradation by autophagy, termed
mitophagy [31]. This mechanism would suggest that EAE impairs
Table 5
Values of carbonylated protein (CP), reduced glutathione (GSH) and GSH/oxidized glutathione ratio (GSH/GSSG) in skeletal muscle.
CP (nMol/mg protein) GSH (nMol/mg protein × 10) GSH/GSSG
Soleus EDL Soleus EDL Soleus EDL
Control 0.02 ± 0.01 0.02  ± 0.01 0.003 ± 0.000 0.004 ± 0.000 0.10 ± 0.00 0.035 ± 0.010
Sham  0.03 ± 0.01 0.03 ± 0.01 0.007 ± 0.000b 0.004 ± 0.000 0.07 ± 0.05c 0.042 ± 0.020b
OG 0.02 ± 0.01 0.03 ± 0.02 0.002 ± 0.000 0.001 ± 0.000c 0.05 ± 0.00c 0.026 ± 0.005
RG  0.04 ± 0.01 0.03 ± 0.02c 0.001 ± 0.000b,d 0.001 ± 0.000b 0.02 ± 0.00a,d 0.010 ± 0.005a,e
Values are mean ± SD.
a Signiﬁcant differences p < 0.001 vs control.
b Signiﬁcant differences p < 0.01 vs control.
c Signiﬁcant differences p < 0.05 vs control.
d Signiﬁcant differences p < 0.001 vs sham.
e Signiﬁcant differences p < 0.05 vs sham.
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Fig. 5. Microscopic changes in the relapse group (a)–(g). Muscle ﬁber cross-sections stained with H–E: soleus (a) and EDL (b) muscles showing variability in muscle ﬁber
size  with numerous angulated atrophic ﬁbers between others with rounded contours. (c) Ragged-red ﬁbers in EDL muscle stained with modiﬁed Gomori trichrome. Electron
micrographs showing mitochondrial clumping in subsarcolemmic (d) and intermyoﬁbrillar (e) locations; in (d) the mitochondria contain plate-like cristae and some display
a  swollen matrix; in (e) some mitochondria are degenerate and contain myeloid structures. (f) Diffuse acid phosphatase activity in all soleus muscle ﬁbers; some displaying
high  granular activity. (g) Electron micrograph showing an autophagic vacuole containing degenerating organelles enclosed in a membrane-bound space. Scale bars: 50 m
(a),  (b) and (f).
mitochondrial function, a view supported here by biochemical evi-
dence of reduced mitochondrial viability. If conﬁrmed in humans,
this mechanism may  account for the reduced oxidative capacity of
skeletal muscle in MS  [3,32].
Table 6
Values of Alamar blue (AB) ﬂuorescence and lipid peroxidation products (LPO) in
skeletal muscle.
AB ﬂuorescence (arbitrary units) LPO (nMol/mg protein)
Soleus EDL Soleus EDL
Control 244.9 ± 38 252.3 ± 17 0.10 ± 0.04 0.08 ± 0.04
Sham  127.9 ± 92 113.9 ± 70 0.13 ± 0.11c 0.07 ± 0.03
RG  26.0 ± 0.9a 25.9 ± 0.7a 0.12 ± 0.05b 0.10 ± 0.02c
Values are mean ± SD.
a Signiﬁcant differences p < 0.001 vs control.
b Signiﬁcant differences p < 0.01 vs control.
c Signiﬁcant differences p < 0.05 vs control.
It may  be hypothesized that the mitochondrial changes
observed in OG rats were an early expression of the severe neu-
rogenic lesion later observed in RG rats. It is well known that
during the ﬁrst week post-denervation mitochondria form clus-
ters, present degenerative changes and appear inside autophagic
vacuoles [33,34]. Attention is drawn to the fact that mitochondrial
disorder in the present study was  expressed in ragged-red ﬁbers not
observed in neurogenic processes of skeletal muscle. Moreover, the
present ﬁndings are in agreement with the view that mitochondrial
changes are the ﬁrst sign of ultrastructural damage to the central
nervous system in murine EAE models [24,35].
As also reported by Qi et al. [24], the present ﬁndings suggest
that mitochondrial damage in the EAE model could be linked to
oxidative damage. Biochemical testing indicated increased oxida-
tive stress together with a lowering of defense systems that was
more marked in RG rats and similar in both muscles. This analo-
gous response was  unexpected, in that the characteristics of the
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Fig. 6. Microscopic changes in relapse group (a)–(i). Cytoarchitectural patterns revealed by NADH-tr staining in several ﬁbers of the soleus (a)–(c) and EDL (d)–(e) muscles:
moth-eaten (a), target (b), central spot (c), core (d), lobulated (e). Transverse sections of soleus (f)–(g) and EDL (h) and (i) muscles from the same rat, stained with NADH-tr.
In soleus muscle, numerous target ﬁbers were visible (f) with a dark rim around a central pale area of oxidative activity and, in the contralateral muscle (g), occasional ﬁbers
showing target (arrowhead), moth-eaten (black arrow), and central spot lesions (white arrows). In EDL muscle severe atrophy was evident, but no clear abnormalities in the
oxidative  activity pattern could be identiﬁed with NADH-tr staining (h). The abnormal oxidative enzyme reaction pattern leads to a lobulated appearance in several muscle
ﬁbers  (arrows) (i). Scale bars: 100 m (a)–(e) and 50 m (e).
different ﬁber types tend to determine their response to oxida-
tive stress: while type 1 ﬁbers display high antioxidant capacity,
type 2 ﬁbers exhibit low oxidative ability; moreover, though type
2 ﬁbers may  generate fewer oxygen reactive species during normal
metabolism, they appear to be more sensitive to increases in oxida-
tive stress because their antioxidant defensive systems are less well
developed [36]. Here, however, antioxidant mechanisms in soleus
muscle, which has a higher number of type 1 ﬁbers, showed greater
depletion than those of EDL muscle at the onset of symptoms. At
the start of the second relapse, by contrast, depletion was simi-
lar and more marked in both muscles, indicating similar degree of
mid- to long-term susceptibility, and a possible increase in oxygen
reactive species production, evident in greater oxidative damage
at a more advanced stage in the disease. Indeed, oxygen reactive
species have been identiﬁed as one of the major driving forces
behind autophagy in skeletal denervated muscle [37]. The present
ﬁndings conﬁrm the link between mitochondrial damage, oxidative
stress and neurogenic damage.
Soleus and EDL muscle displayed a similar degree of atro-
phy, exhibiting 40% and 45% reduction, respectively, at the second
relapse. Strikingly, no atrophy was  observed in OG rats, although
other studies of EAE [8,9] report a 22–53% reduction in muscle ﬁber
size; this difference in ﬁndings may  be due to the animals used,
the muscles examined and/or the techniques applied. Muscle atro-
phy in MS  is thought to be caused by disuse, CNS motor control
deﬁcit and metabolic disorders [3,7], in the EAE model, atrophy is
regarded as the result of sudden muscle inactivity due to neuro-
logical damage [8]. In the present study, the neurogenic nature of
the atrophy was evident in the presence of angular atrophic ﬁbers,
cytoarchitectural core–target–targetoid type changes and interme-
diate ﬁbers. The absence of these ﬁndings in other experimental
studies may  reﬂect their focus on disease onset, and the failure to
examine skeletal muscle at a more advanced stage [8,9]. Moreover,
the changes observed in the OG already suggested the beginnings
of a neurogenic lesion: the incipient myoﬁbrillar structural dis-
organization – usually beginning in the muscle ﬁber periphery
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Fig. 7. Microscopic changes in control (a) and (c) and relapse groups (b)–(f). On cross-sections stained with ATPase at pH 9.6, two muscle ﬁbers types could be distinguished
in normal EDL muscle (a); there were no changes in muscle ﬁber type composition or cytoarchitectural abnormalities (b). With the same stain, intermediate muscle ﬁbers
(arrows) are visible in relapsing soleus muscle (d) but not in normal soleus muscle (c); (d) insert: core areas are present in all muscle ﬁber types. (e) This electron micrograph
shows the center of a target formation with loss of myoﬁbrillar structure. (f) Electron micrograph of intramuscular nerve fascicle in soleus muscle; note the presence of
demyelinization in one of the nerve ﬁbers (arrows). Scale bars: 100 m (a)–(d) and 50 m (d: insert).
[38] – and the existence of satellite activated cells [39,40], are com-
monly reported changes in the ﬁrst days post-denervation.
Even where both muscles displayed atrophy, the soleus muscle
exhibited a variety of multiple lesions (moth-eaten, core, target,
targetoid and central spot), whereas the EDL muscle exhibited only
core/multicore changes and lobulated ﬁbers using oxidative stains.
Target ﬁbers are usually type 1 ﬁbers [16], which would account
for their absence in EDL muscle. It should be noted that these
ﬁbers have not hitherto been reported in EAE models, and have
only been identiﬁed in one MS  patient [41]. Nevertheless, the vari-
ety of cytoarchitectural changes observed here in soleus muscle
could be seen as different morphological patterns of the same pro-
cess: the skeletal muscle ﬁber response to innervation loss and its
attempted recovery. It has been suggested that this morphologi-
cal spectrum could represent different phases of a process evolving
toward ﬁber normality or to a morphological sequel that is a central
area of oxidative activity (central spot) [42]. Given that target ﬁbers
cannot be produced experimentally [16], the EAE model used here
may  prove valuable for studying the pathogenesis of these lesions.
At the same time, attention is drawn to the different degrees of
lesion  observed between muscles from the same animal, a ﬁnding
which in principle would reﬂect the heterogeneous clinical man-
ifestation of MS  depending on the location of the central nervous
system lesion [43].
As  other authors have noted, in neurogenic lesions both target
ﬁbers and moth-eaten ﬁbers may  be suggestive of reinnervation
processes [16,38,44]. That being so, their presence in RG rats would
complement evidence of a clinical improvement just before relapse.
In this respect, peripheral nerve remyelination phenomena have
been reported 3 weeks after the onset of EAE symptoms [45]. This
may also account for the presence of intermediate ﬁbers in soleus
muscle stained for ATPase pH 9.6, these ﬁbers being linked to dener-
vation and reinnervation in human muscle [44]. Intermediate ﬁbers
are also frequently found in muscles undergoing transformation as
a result of decreased neuromuscular activity [46]. Their presence
in RG rats, together with the reduction of type 1 ﬁbers in soleus
muscle, points to a change in ﬁber-type composition. The change
toward type 2 ﬁbers in denervated muscles is well documented
[47], and the transformation of type 1 into type 2 ﬁbers has been
reported in MS  patients [3,7].
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Although the peripheral nervous system was not examined here,
other studies of EAE models report demyelination in peripheral
nerves [48,49]. Most intramuscular nerves here showed no struc-
tural changes, a ﬁnding also noted for a number of rabbit and
mouse EAE models [48,49]. This suggests that the severity of the
changes observed here in both soleus and EDL muscles must be
linked to injuries at a higher level of the nervous system, and may be
attributable to the distress or loss of spinal motoneurons reported
in some EAE models [10,50].
Taken in conjunction, the above ﬁndings highlighted the
involvement of a neurogenic phenomenon from an early stage of
the disease. These results are in line with recent reports regarding
the joint existence of inﬂammatory and neurodegenerative pro-
cesses from the onset of MS,  a situation running counter to the
conventional establishment of two independent stages: an initial
inﬂammatory stage and a second stage characterized by neurode-
generative processes [43,51].
In conclusion, skeletal muscle was found to be severely affected
in the EAE model used here. Microscopic ﬁndings suggest that two
patterns can be distinguished at disease onset: a ﬁrst phase char-
acterized by muscle mitochondrial alterations and a second phase
dominated by a histological muscle pattern of clearly neurogenic
origin. These results indirectly provide new evidence regarding the
development of nervous system lesions in this EAE model for MS,
and at the same time serve as a standard for evaluating the efﬁcacy
of a range of therapies using skeletal muscle as target organ, though
caution should always be exercised when comparing EAE with MS
[13].
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Abstract
We investigated the possible myotoxic effects of 3-nitropropionic acid (3NPA), a well 
characterized neurotoxin that reproduces a clinical picture similar to Huntington 
disease. To determine if 3NPA had a myotoxic effect the soleus and extensor digitorum 
longus (EDL) muscles were studied. The samples were processed for microscopic 
analysis using histological, histochemical, immunohistochemical and ultrastructural 
techniques and for biochemical analysis to evaluate oxidative damage and 
mitochondrial activity. Histological analysis did not show degenerative, regenerative, or 
neurogenic changes in the muscle fibers. However, oxidative histochemical stains 
showed an important decrease in succinate dehydrogenase (SDH) activity and focal 
areas of stain loss with NADH-tr, which was very marked in the soleus muscle and to a 
lesser extent in the EDL. Ultrastructural analysis revealed very small sized mitochondria 
compared to normal. The biochemical results did not support the existence of oxidative 
stress in skeletal muscle, but did show an important decrease of SDH which was 
significant for the soleus muscle, but not for the EDL. These findings suggest a 
myotoxic effect of 3NPA on muscle mitochondria, being more important in the soleus 
muscle than in the EDL. However, the presence of some fibers with cytoarchitectural 
changes suggests an initial muscular involvement of 3NPA neurotoxicity.
Key words: skeletal muscle; 3 nitropropionic acid; muscle mitochondria; succinate 
dehydrogenase; oxidative stress
2Introduction
Interest in studying the myotoxic effects of different drugs and substances derives not 
only from their clinical importance but also because many of them are used in 
experimental models in muscle research (Khan, 1995; Sieb and Gillessen, 2003). 3-
nitropropionic acid (3NPA) is a mycotoxin with experimentally proven neurotoxic 
effects, especially in various regions of the cerebrum such as the striatum (Túnez et al., 
2006), and on peripheral nerves (Binienda et al., 2010). This effect has been used to 
reproduce experimentally the histological, neurochemical and clinical features of 
Huntington disease (HD) (Schulz and Beal, 1994; Túnez et al., 2006).
Different substances can have both neurotoxic and myotoxic effects (Mitsumori 
et al., 2004; Kuruppu et al., 2007; de la Monte and Kril, 2014). In fact, the systematic 
injection of a single dose of 3NPA in Wistar rats is used in experimental models to 
reproduce the neurological changes of HD (Kumar et al., 2006) and results in a 
significant decrease of locomotor activity manifest through a decrease in ambulatory 
movements (Dhir et al., 2008). This suggests that skeletal muscle may be affected by 
the toxic effect of 3NPA, although this question has been little investigated. Hardly any 
studies exist aimed at analyzing the possible myotoxic effect of 3NPA; to our 
knowledge only one study has reported changes in skeletal muscle (Hernández-
Echeagaray et al., 2010), although with different results than those obtained by us in the 
present study, possibly due to different experimental conditions. Therefore, our 
objective was to determine if in the experimental model used to mimic HD, in addition 
to the known neurotoxic effect, 3NPA also has a direct myotoxic effect. Given that 
muscles with different characteristics may respond differently to the effects of toxins, 
drugs and pharmacologic substances (Westwood et al., 2005; Westwood et al., 2008; 
Luque et al., 2015, Ozek et al., 2013), we examined the changes in the soleus and 
extensor digitorum longus (EDL) muscles as they differ in their histochemical and 
metabolic characteristics (Cornachione et al., 2011).
The results of our study show that 3NPA has myotoxic effects on the 
mitochondria and sarcoplasmic reticulum of muscle fibers, but not on other structural 
elements, and provoke an important histochemical and biochemical decrease of SDH. 
Although it has been reported that oxidative stress plays a relevant role in the 
3neurotoxicity of 3NPA (Túnez et al., 2010), the results of our study suggest that the 
myotoxic effect does not appear, at least initially, to be related to oxidative stress.
Material and Methods 
Animals
Thirty male Wistar rats weighing approximately 210g were used. Fifteen animals were 
given 3NPA (in 0.1% DMSO) intraperitoneally (i.p.) at a dose of 20mg/kg for 4 
consecutive days. This is the dose used to induce HD symptoms (Kumar et al., 
2006).The animals were sacrificed under anesthesia 24 hours following the last 
injection. Fifteen untreated animals were used as the control. The soleus and EDL 
muscles of both posterior limbs were excised and prepared for study with light and 
electron microscopy. These muscles differ between each other in their histochemical, 
biochemical and functional characteristics as they are composed of very different 
percentages of fiber types.
All animal welfare standards and animal procedures were in accordance with the 
Directive of the Council of the European Communities of 24 November 1986 and RD 
223/1988, and were adopted by the Directive of 24 November 1986 (86/609 / ECC), 
and RD 223/1988, and were approved by the Bioethics Committee of the University of 
Cordoba.
Morphological study
For light microscopy the muscle bellies were frozen in isopentane cooled by liquid 
nitrogen and a series of transverse sections (8 μm thick) obtained in a cryostat (-20°C). 
The sections were stained with hematoxylin–eosin, modified Gomori trichrome stain, 
nicotinamide adenine dinucleotide tetrazolium reductase (NADH-tr), succinate 
dehydrogenase (SDH), adenosine triphosphatase (ATPase, pH 9.4) and  acid 
phosphatase according to standard methods (Dubowitz and Sewry, 2007). Serial 
sections were also immunostained with anti-slow (or anti-fast) myosin antibody (1:100, 
Sigma, Saint Louis, MI, USA) and desmin (1:50, Desmin, DE-R-11, Dako Denmark).
For transmission electron microscopy, the proximal muscle parts were 
fragmented and fixed in 2.5% glutaraldehyde, postfixed with 1% OsO4, dehydrated 
4with acetones and embedded in araldite. Ultrathin sections, stained with uranyl acetate 
and lead citrate, were examined using a high-resolution transmission electron 
microscope JEM 1400 (JEOL, USA) (SCAI, University of Córdoba, Spain).
Biochemical study
Determination of lipid peroxidation products. Measurement of malondialdehyde 
(MDA) + 4-hydroxyalkenals (4-HDA) levels has been used an indicator of lipid 
peroxidation and oxidative damage. The levels of lipid peroxides were determined using 
reagents purchased from Oxis International (LPO-586 kit; Oxis International, Portland, 
OR, USA). The levels were expressed as nanomoles of MDA+4-HDA per milligram of 
protein (nmol/mg protein), and absorbance was evaluated in a spectrophotometer (UV-
1603, Shimadzu) at a wavelength of 586 nm.
Succinate dehydrogenase activity. SDH activity in the striatum was evaluated by the 
Strack et al. method (2001). The activity was quantified in a spectrophotometer (UV-
1603, Shimadzu) at a wavelength of 600 nm. The values were expressed in units per 
milligram of protein (U/mg protein).
Protein level quantification. The protein concentration was evaluated by the Lowry 
method in a spectrophotometer (UV-1603, Shimadzu).
Statistical analysis
The biochemical results of the present study are presented as the mean ± standard 
deviation (SD). The analyses were performed using the statistical package SPSS® 
v.14.0. To calculate statistical significance a one way analysis of variance (ANOVA) 




The rats in the group treated with 3NPA showed some alteration in motor behavior 
compared with the control group, similar to that described in previous studies (Tasset et 
al., 2012), data not shown.
5Muscular histology, histochemistry and immunohistochemistry 
With histological techniques no abnormalities were observed in the soleus and EDL 
muscles of both the controls and the group treated with 3NPA. The hematoxylin-eosin 
stain did not show any necrotic, regenerative or inflammatory changes in either muscle 
(Figure 1). The modified Gomori trichrome staining did not reveal the presence of 
ragged red fibers, but it did highlight the loss of the granular pattern that is usually 
observed in normal muscle fibers with this technique (Figure 2). 
The histochemical reaction of SDH revealed a decrease in enzymatic activity 
that was clearly evident in both soleus and EDL muscles (Figure 3). NADH-tr activity 
was maintained, no increases in subsarcolemmic activity were observed, but some fibers 
showed irregular intrasarcoplasmic areas devoid of enzymatic activity with core, 
multicore or motheaten appearance (Figure 4). Serial sections stained for myofibrillar 
ATPase activity did not clearly show these cytoarchitectural changes. No acid 
phosphatase activity was observed in the muscle fibers (Figure 5). 
Immunohistochemical analysis revealed changes in some muscle fibers 
suggestive of myofibrillar disruption. In this way, with antimyosin, well defined areas 
of rounded profile without immunoreactivity could be identified within some muscle 
fiber; also, some muscle fibers showed central accumulation reacting with antidesmin 
(Figure 6). 
Electron microscopy
The main changes detected, that were not seen in the muscles of the controls, were 
changes in the mitochondria and in the sarcoplasmic reticulum in both muscles. The 
mitochondrial alterations consisted of an important decrease in their size and a very 
condensed matrix (Figure 7); many times it could be seen that mitochondria contained 
electrodense spherical granules. Proliferation of the cisternae of the sarcoplasmic 
reticulum was also seen (Figure 8). In general the myofibrillar structure was preserved, 
although occasionally could be seen in some isolated fibers, small areas with dilated 
sarcotubular profiles with myofibrillar disorganization or loss of myofilaments (Figure 
68). Myonuclei showed a normal appearance and only occasional pyknotic myonuclei 
were seen. The satellite cells that were observed were quiescent. 
Biochemistry
3NPA did not produce significant variations in lipoperoxide levels in both the soleus 
muscle (0.44± 0.10 uM/mg protein in the control group vs. 0.42 ± 0.09 uM/mg protein 
in the 3NPA group) and the EDL (0.42 ± 0.15 uM/mg protein in the control group vs. 
0.37± 0.12 uM/mg protein in the 3NPA group) (Figure 9).
SDH did show significant changes in the soleus muscle (4.63 ± 0.20 nmol/mg 
protein in the control group vs. 2.61 ± 0.15 nmol/mg protein in the 3NPA group) but not 
for the EDL muscle (3.50 ± 0.69 nmol/mg protein in the control group vs. 3.1 ± 0.59 
nmol/mg protein in the 3NPA group) (Figure 10).
Discussion
Toxins are able to produce muscular damage via different mechanisms, causing distinct 
histological pictures such as necrotizing myopathy, vacuolar myopathy, myofibrillar 
myopathy and mitochondrial myopathy (Sieb and Gillessen, 2003). In our study, the 
histochemical, ultrastructural and biochemical analyses indicate that the mitochondria 
are the target in the myotoxicity of 3NPA. However, unlike other drugs and toxins 
which produce as morphological expressions the presence of ragged red fibers with 
important mitochondrial structural abnormalities (Higuchi et al., 1991; Calore et al., 
1997; Calore et al., 2000), in our study this type of alteration was not found.
The principal microscopic findings of the present study were the loss of SDH 
activity in muscle fibers and the reduced mitochondrial size, which was observed in the 
soleus and EDL muscles. This is consistent with the fact that 3NPA acts as a suicide 
inhibitor of the SDH enzyme, located in the internal mitochondrial membrane and is 
responsible for the oxidation of  succinate to fumarate (Túnez et al, 2010); the total 
deficiency of SDH indicates a severe defect in complex II (Sarnat y Marín-García, 
2005).
7Similarly, although in both muscles there was a biochemical decrease of SDH, 
this was only significant in the soleus muscle. This suggests that red muscles may be 
more susceptible to the toxic effects of 3NPA. The explanation must be related to the 
differing abundance of fiber types and therefore of mitochondrial content: the soleus 
muscle contains 85-100% slow-twitch fibers, while the EDL contains 95% fast-twitch 
fibers (Armstrong, 1984). Therefore, a decrease in SDH activity would be less evident 
in the EDL muscle. Many toxic myopathies preferentially affect the soleus muscle as a 
consequence of its greater abundance of mitochondria and oxidative enzymes (Khan, 
1995; Bodié et al., 2016).
Our results differ with those reported by Hernández-Echegaray et al. (2010), 
who found an increase in SDH activity in muscle fibers and an increase in the number 
of mitochondria. According to these authors those changes may be explained by a 
greater endogenous production of SDH to counteract the inhibition of SDH by 3NPA. 
In our opinion, this discrepancy can only be explained by differences between the 
animal species studied, dose used, duration and evolution of the study and muscles 
analyzed. For example, it is known that a rat is more sensitive to 3NPA treatment than a 
mouse (Túnez et al., 2010). Additionally, they used different doses in species with a 
different metabolism rate; 15mg/kg 3NPA compared with a dose of 20mg/kg used in 
our study and which is the dose confirmed as that required to reproduce the neurotoxic 
effects in the HD experimental model (Kumar et al., 2006). 
 
Our ultrastructural analysis showed that in addition to the mitochondria, 3NPA 
affected the sarcoplasmic reticulum. The proliferation and vesiculation of the 
sarcoplasmic reticulum may explain the presence of the irregular areas of NADH-tr 
histochemical activity; in addition to in the mitochondria, this enzyme is located in the 
sarcoplasmic reticulum (Carpenter and Karpati, 2001). Although in some toxic 
myopathies the alteration of the organelles such as the mitochondria and sarcoplasmic 
reticulum appear to be implicated in processes of autophagy (Khan 1995), in our study 
this was not observed as was demonstrated by the absence of the histochemical activity 
of acid phosphatase and absence of autophagic bodies seen with electron microscopy. 
This indicates that in our study, the mitochondria had suffered an important decrease in 
size but were not eliminated. When mitochondria degenerates microscopic evidence of 
autophagy appears (Watts et al., 2004; Luque et al., 2015).
8Interestingly, in our study, biochemical data indicate absence of oxidative stress 
in skeletal muscle, whereas in the same model we have previously shown that 3NPA did 
provoke oxidative stress in the CNS promoting neuronal degeneration in the striate 
nucleus (Túnez et al., 2006). In our opinion, our ultrastructural observations appear to 
indicate that the toxic effect of 3NPA at muscle level would not be linked to oxidative 
stress. In this regard, it has been pointed out that oxidative damage to mitochondria and 
/ or mitochondrial proteins may represent the main initial pathway of damage induced 
by free radicals within skeletal muscle (Haycock et al., 1996). These authors reported 
that mitochondria showed a pattern of swelling and vacuolation of their ridges that we 
did not find in our study. On the other hand, as degenerative and inflammatory changes 
in skeletal muscle increase oxidative stress (Jimena et al., 2008; Kim et al., 2013), the 
absence of this in our case could also argue in favor that the route of action of 3NPA 
would be found to be associated with the alteration of energy production in both the 
Krebs cycle and the electron transport chain, with the involvement of oxidative damage 
probably being a longer term effect than this mitochondrial-energy situation. We can 
also not exclude a lower sensitivity of muscle mitochondria to 3NPA compared to 
neuronal ones; the differences we found between the two muscles studied could support 
this.
Muscle fibers in denervating conditions may show marked disruption of 
myofibrillar organization (Carpenter and Karpati, 2001). In our study, the occasional 
observation in electron microscopy of some myofibrils with some degree of 
disorganization or dissolution together with muscle fibers with cytoarchitectural 
changes (core, multicore, motheaten) in light microscopy, suggest an initial neurogenic 
lesion (Luque et al., 2015). This damage may be an indirect consequence of the 
neurotoxicity of 3NPA; Echegaray et al (2010) have reported that muscles treated with 
3NPA exhibited disorganization of the sarcomeres. However, we can not exclude that in 
a chronic treatment, could occur a significant myofibrillar disorganization, because have 
shown that chronic exposure to 3NPA leads to axonal degeneration in the peripheral 
nerve (Binienda et al., 2010).
9Conclusion
In conclusion, the pathological changes in our study suggest that 3NPA appears to have 
a direct myotoxic effect on mitochondria. The structural changes in muscle 
mitochondria and the decreased SDH enzymatic activity may alter or deplete the 
mitochondrial capacity to generate energy and may be responsible for the alteration in 
locomotor activity. Although some changes suggestive of neurogenic injury in skeletal 
muscle were observed in our study, presumably a chronic treatment may cause more 
severe neurogenic changes in skeletal muscle, indicative of indirect damage due to the 
involvement of the nervous system.
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Figure legends
Fig. 1. Cross- sections of soleus (a) and EDL (b) muscles of the control group. No 
changes were observed in the soleus (c) and EDL (d) muscles of the 3NPA treated 
group. Hematoxylin-eosin. Original objective 20x
Fig. 2. Cross-sections of soleus (a) and EDL (b) muscles of the control group.  Muscle 
fibers containing fine reddish granules, not evident in the soleus (c) and EDL (d) 
muscles of the 3NPA treated group. Modified Gomori trichrome. Original objective 40x
Fig.3. Cross-sections of soleus (a) and EDL (b) muscles of the control group. In the 
3NPA group, neither the muscle fibers of the soleus (c) nor the muscle fibers of EDL 
(d) showed activity for SDH. Original objective 40x
Fig. 4. Cross-sections of soleus (a) and EDL (b) muscles of the control group.  In the 
3NPA treated group, the muscle fibers of the soleus have central and irregular areas of 
loss of enzymatic activity similar to core (arrows) and motheaten (arrowhead) fibres (c);  
core (arrow) and motheaten fiber (arrowhead) is shown as areas devoid of staining in 
the EDL muscle (d). NADH-tr. Original objective 40x 
Fig.5. Cross-sections of soleus (a) and EDL (b) muscles of the control group, in which 
no acid phosphatase activity is observed. In the group treated with 3NPA, there is also 
no activity for this enzyme in muscle fibers except for an isolated necrotic fiber (arrow) 
in soleus muscle (c) and in a small marginal area (arrow) of a muscle fiber in the EDL 
muscle. Acid phosphatase. Original objective 40x
Fig.6. Cross-sections of EDL (a) and soleus (b) corresponding to rats of the 3NPA 
treated group. (a) Arrows indicate two muscle fibers with core-like lesions showing an 
increased immunolabeling of desmin (arrows). (b) Immunofluorescence microscopy of 
slow myosin showing two muscle fibers with core-like lesions showing a decreased 
immunolabeling (arrows). Original objective 40x
Fig. 7. Cross-section electron micrographs of soleus muscle fiber of the control (a) and 
3NPA (b) treated groups. Compare between the two images the morphology and size of 
the mitochondria (arrows), arranged between myofibrils. In b, mitochondria, with 
flattened morphology, are very small and have a dense matrix. 
Fig.8. Cross-section electron micrographs electron micrographs of EDL (a) and soleus 
(b, d) muscle fibers of 3NPA treated groups. In all three images the mitochondria can 
not be identified practically and are occupied by electrodense grains; surrounding the 
myofibrils can be observed accumulations of numerous membranous profiles resulting 
from sarcoplasmic reticulum dilation (arrowhead). Myofibrils may be well preserved, 
with loss of myofilaments (asterisks) (b) or in disintegration (c). The image c could 
correspond to a core-like zone. 
Fig. 9. Changes in the levels of lipid peroxidation products in EDL and soleus (SOL) 
muscles. It is shown that the lipoperoxides do not change significantly in the muscles 
treated with 3NPA compared to the control muscles. Values are means ± SD. 
Fig. 10. Changes in the succinate dehydrogenase activity in EDL and soleus (SOL) 
muscles. It is shown that, although there was a decrease of SDH activity in both muscles 
treated with 3NPA, this was only significant for the SOL muscles treated with 3NPA. 
*Significantly different from the control SOL muscles, p value < 0.05ns ± SD.  Values 
are means ± SD. 










